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The human cytomegalovirus (HCMV) is a member of the Herpesvirus family. 
Congenital CMV infection, with an incidence of 0.2-2 % of live births is the leading 
cause of acquired sensorineural damage. 
 
Maternal-fetal transmission is transplacental, hematogenous. The placenta is always 
infected before the fetus and is the seat of a real pathology associating villitis, fibrosis 
and necrosis. Few papers described it, especially regarding the pathophysiological 
mechanism that underlies it. 
 
Our work aimed to characterize the placental environment during CMV infection. 
At first, we developed an histoculture placental tissue model. Indeed, the study of 
placental infection in animal models is made difficult due to the CMV species 
specificity and anatomical features of the human placenta. In addition, in vitro models 
are based primarily on cell lines or primary cytotrophoblasts cultures. Thanks to our 
model, we were able to infect ex vivo, placental explants with a clinical strain of CMV, 
VHL / E and to study this complex system over a period of 21 days without 
anatomical or functional impairment of the placenta. (Lopez H , Benard M , Davrinche 
C , Casper C and al. Novel model of placental tissue explants infected by 
cytomegalovirus reveals different permissiveness in early and term placentae and 
inhibition of indoleamine 2,3- dioxygenase activity. Placenta 2011 Jul ; 32 (7):522 -
30.) 
 
We then used our model to study the placental pathology induced by CMV infection, 
mainly the villitis. Villitis is a lymphohistiocytic infiltrates classically described as 
associated with placental CMV infection and may be involved in maternal-fetal 
transmission. The mechanisms leading to this villitis are unknown. Using in vivo, ex 
vivo infected placentas and HUVECs (human umbilical vein endothelial cells) 
cultures, we showed that CMV activated the leukotrienes (LT) pathway and more 
specifically the 5-lipoxygenase (5-LO) especially in the chorionic endothelial cells. 5-
LO is the main enzyme responsible for the synthesis of LTB4, a potent chemokine 
that causes inflammation. Our study showed that the leukotriene pathway is possibly 
involved in the mechanisms underlying the villitis. (submitted) 
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In a third step, given the role of endothelial cells in both the replicative cycle of CMV 
and the constitution of the villitis, we studied the impact of CMV infection on the 
placental microvasculature. During CMV infection, we observed a significant 
decrease in the expression of CD34, a surface marker present on endothelial cells. 
This decrease in the microvasculature has been linked to a defect in endothelial cell 
migration. This abnormal migration is related to oxidative stress increased 
significantly and to a very important secretion of interleukin-6 (IL-6). Our study 
highlighted the role of endothelial cells in the placental pathology caused by CMV. 
(manuscript) 
 
In total, by implementing a placental explants histoculture method, we studied the 
CMV-infected placenta. We have shown that CMV is responsible for placental 
pathology characterized by tissue remodeling, mainly a villitis in connection with 
activation of the leukotriene pathway (5-LO/LTB4). We also showed the decrease in 
placental microvasculature during infection, associated with oxidative stress and a 




Le Cytomégalovirus Humain (HCMV) est un membre de la famille des Herpesviridae. 
L’infection congénitale à HCMV, avec une incidence de 0.2-2% des naissances 
vivantes est la première cause d’atteintes neurosensorielles acquises.  
La transmission materno-fœtale du virus est transplacentaire, hématogène. Le 
placenta est toujours infecté avant le fœtus et est le siège d’une véritable pathologie 
qui associe des phénomènes de villite, de fibrose et de nécrose. Elle est peu décrite, 
notamment en ce qui concerne le mécanisme physiopathologique qui la sous-tend. 
Notre travail a eu pour objectif de caractériser l’environnement placentaire au cours 
de l’infection à HCMV. 
Dans un premier temps, nous avons mis en place un modèle d’histoculture de tissus 
placentaires. En effet, l’étude de l’infection placentaire sur des modèles animaux est 
rendu difficile compte tenu de la spécificité d’espèce du HCMV et des particularités 
anatomiques du placenta humain. Par ailleurs, les modèles in vitro repose 
essentiellement sur des lignées cellulaires ou des cultures de cytotrophoblastes 
primaires. Notre modèle, nous a permis d’infecter ex vivo des explants placentaires 
par une souche clinique de HCMV, le VHL/E et d’étudier ce système complexe sur 
une durée de 21 jours sans altération anatomique ou fonctionnelle du placenta. 
(Lopez H, Benard M, Davrinche C, Casper C et al. Novel model of placental tissue 
explants infected by cytomegalovirus reveals different permissiveness in early and 
term placentae and inhibition of indoleamine 2,3-dioxygenase activity. Placenta. 2011 
Jul;32(7):522-30.) 
Nous avons ensuite utilisé notre modèle afin d’étudier la pathologie placentaire 
induite par l’infection à HCMV et en premier lieu la villite. Cette villite est un infiltrat 
lymphomonocytaire classiquement décrit comme associé à l’infection placentaire à 
HCMV et susceptible d’être impliqué dans la transmission materno-fœtale. Les 
mécanismes conduisant à cette villite sont inconnus. A partir de placentas infectés in 
vivo, ex vivo et de cultures d’HUVECs (cellules endothéliales de veines ombilicales 
humaines), nous avons montré que le HCMV activait la voie des leucotriènes (LT) et 
plus précisément la 5-lipoxygénase (5-LO) surtout au niveau des cellules 
endothéliales chorioniques. La 5-LO est la principale enzyme responsable de la 
synthèse de LTB4, une puissante chémokine, à l’origine d’une inflammation. Notre 
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étude a montré que la voie des leucotriènes est possiblement impliquée dans les 
mécanismes à l’origine de la villite. (article soumis) 
Dans un troisième temps, compte tenu de la place des cellules endothèliales à la fois 
dans le cycle réplicatif du HCMV et dans la constitution de la villite, nous avons 
étudié l’impact de l’infection à HCMV sur la microvascularisation placentaire. Lors de 
l’infection à HCMV, nous avons observé une diminution significative de l’expression 
de CD34, un marqueur de surface présent sur les cellules endothéliales. Cette 
diminution de la microvascularisation a pu être rattachée à un défaut de migration 
des cellules endothéliales. Cette anomalie de migration est en rapport avec un stress 
oxydatif significativement augmenté et une sécrétion très importante d’interleukine-6 
(IL-6). Notre étude a permis de mettre en avant le rôle des cellules endothéliales 
dans la pathologie placentaire provoquée par le HCMV. (manuscrit) 
Au total, en mettant en place une méthode d’histoculture d’explants placentaires, 
nous avons étudié le placenta infecté par le HCMV. Nous avons montré que le 
HCMV est responsable d’une pathologie placentaire avec un remodelage tissulaire, 
principalement une villite, associée à une activation de la voie des leucotriènes (5-
LO/LTB4). Nous avons aussi montré la diminution de la microvascularisation 
placentaire lors de l’infection, associée à un stress oxydatif et une sécrétion 
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L’histoire du Cytomégalovirus (CMV) est étroitement liée à celle de l’infection 
materno-fœtale et néonatale [1]. 
 
Sur le plan anatomopathologique, les premières observations datent du 19°siècle. En 
effet en 1881, Ribbert et al [2] observent de grandes cellules dans les reins d’un 
fœtus suspect de syphilis et les parotides d’un enfant. Ces constatations seront 
publiées en 1904, alors même que Jesionek et Kiolemenoglou [3] décrivent des 
cellules à l’apparence anormale, de type protozoaire, caractérisées par leur grande 
taille et la présence d’inclusions intranucléaires surmontées d’un halo plus clair dans 
les poumons, reins et foie d’un enfant né à huit mois de grossesse et décédé en 
période néonatale d’une supposée syphilis. En 1925, Von Glahn and Pappenheimer 
remarquent que des inclusions sont observées sur des patients atteints d’ herpès et 
rattachent la présence d’inclusion à un groupe de virus maintenant dénommé 
Herpesviridae [4]. En 1921, Goodpasture et Talbot utilisent le terme « Cytomégalie » 
pour désigner des cellules avec inclusions nucléaires et cytoplasmiques dans les 
poumons, reins, foie d’un enfant décédé à deux jours [5]. 
En 1930, Jakubowicz [6] décrit des inclusions cytomégaliques dans la paroi 
vasculaire d’un nouveau-né décédé à 6 jours et Mueller suggère que l’effet 
cytopathique est le fruit d’une atteinte anténatale. En 1958, LePage et Schramm [7] 
sont les premiers à décrire un infiltrat de cellules du plasma au niveau des villosités. 
En 1961, Blanc décrit une « nécrose villositaire » avec inclusions dans le placenta 
d’un mort-né de 25 semaines de grossesse [8]. En 1973, Altshuler et Mc Adams 
décrivirent une villite nécrosante [9].  
Bernischke et al en 1974 démontre que les conséquences d’une infection materno-
fœtale sont dépendantes du moment de la séroconversion maternelle [10]. 
 
Sur le plan biologique, l’isolement du virus a été obtenu dans les années 50 par 4 
groupes indépendants : Wyatt et al [11] mettent en place la première technique de 
diagnostic de « la maladie des inclusions cytomégaliques » en recherchant des 
cellules caractéristiques de l’infection dans les urines de nouveau-nés. Cette 
technique sera généralisée dès 1952 par Fetterman et al [12]. En 1956, Smith obtient 
la réplication du virus dans des cellules fibroblastiques humaines cultivées in vitro 
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[13]. Rowe va alors isoler la première souche à partir de tissu adénoïdien d’un enfant 
normal [14]. Cette souche sera alors désignée comme AD169.  
En 1960, Weller remplace le terme « virus des glandes salivaires » par 
« cytomégalovirus » compte tenu de la morphologie des cellules infectées [15]. 
 
Sur le plan expérimental, Cole et Kuttner [16] font la première expérience animale en 
1926; Ils injectent un broyat de glandes salivaires d’un cochon d’Inde cobaye à 
d’autres cochons d’Inde et concluent que l’agent pathogène est transmissible et 
entraine un effet cytomégalique dans les glandes salivaires. Ils désignent alors ce 
virus comme le « virus des glandes salivaires». Par contre, l’injection de cellules 
humaines infectées à des cochons dInde n’entraîne pas d’infection chez le cobaye ; 
Ils concluent à l’existence d’une barrière d’espèce.  
 
2. Taxonomie 
Selon la classification du Comité International de la Taxonomie des Virus, actualisée 
en 2013, le CMV humain ou Human HerpesVirus 5 appartient à la famille des 
Herpesviridae, regroupant les sous familles α-, β- et γ-herpesvirinae. Le CMV est un 
β-herpesvirinae au même titre que les roseolovirus (HHV6-7). Les 5 autres Herpes 
virus sont les α-herpesvirinae (simplex virus (HSV1-2) et varicellovirus (VZV)) et γ-




Figure1 : Place des CMV dans la taxonomie virale tiré de International Commitee on Taxonomy of 
viruses (http://ictvonline.org/virustaxonomy.asp) 
Le genre cytomégalovirus est le principal membre des β-herpesvirus ; ils partagent 
plusieurs caractéristiques avec les autres Herpesvirus comme la structure des virions 
et leur capacité à établir des infections persistantes et latentes. Par ailleurs, les 
CMVs ont des caractéristiques spécifiques aux β-herpesvirus comme le tropisme 













Tableau 1 : Classification de la famille des Herpesvirus humains [18] 
3. Description 
Le CMV est le plus volumineux des virus de la famille des Herpesviridae (200-300nm 
de diamètre). Il est principalement composé de quatre éléments que sont une double 
hélice d’ADN de 235Kpb protégée par une nucléocapside icosaédrique, entourée du 
tégument. L’ensemble est recouvert d’une enveloppe d’origine cellulaire porteuse de 
nombreuses glycoprotéines virales. Les quatre composants principaux du virion sont 











Figure 2: (A) Structure du virion CMV, d’après Strelbow 2006 [21].(B) CMV en microscopie 
électronique. D’après microbe-edu.org 
 
a. Le génome viral  
 
Le génome du CMV, avec 235 kpb est le plus grand de la famille des herpesviridae. 
Il contient des séquences répétées internes contrairement aux autres virus de la 
famille des β-herpesvirus (figure 3) [18].  
 
Le CMV a deux séquences uniques : une région longue (UL: Unique Long) et une 
région courte (US : Unique Short), flanquées de séquences répétitives terminales 
(TR : Terminal Repeat) : TRL pour UL et TRS pour US et de séquences répétitives 
internes nommées Internal Repeat : IRL pour UL et IRS pour US (figure 3). La région 
UL représente 82% du génome viral et contient les gènes jouant un rôle clé dans la 
distribution tissulaire et cellulaire, ainsi que dans la réplication virale. 
Tout au long des séquences UL et US se trouvent des régions promotrices de la 
transcription. La plus étudiée est la séquence MIEP qui mesure plus d’1 kb et est 
responsable de la régulation de l’expression des gènes très précoces IE1 et IE2 
nécessaires au déclenchement du cycle viral. Des sites de fixation à de nombreux 
facteurs de transcription cellulaire ainsi qu’un site de fixation pour IE2 sont présents 
sur cette séquence permettant la répression du promoteur en phase plus tardive du 
cycle. 
Suite à des recombinaisons pendant la réplication, quatre formes isomériques du 
génome sont présentes selon les sens de lecture des séquences UL et US (figure 4).  
Il existe plus de 200 cadres ouverts de lecture (ORF) dont les gènes sont nommés 
selon leur localisation au sein des différentes séquences (exemple : US1, US2 … 

















Figure 3 : Comparaison de l’organisation génomique de différents Herpesvirus humain. HCMV : 
cytomégalovirus humain, VZV : virus de la varicelle, HSV : virus de l’herpès, EBV : virus Epstein 
Barr[18] 
 
Figure 4 : Formes isomériques du génome du HCMV. « Traité de virologie médicale » 
Jean-Marie Huraux, Jean-Claude Nicolas, Henri Agut, Hélène Peigne-Lafeuille [25]. 
 
b. La capside 
 
La capside du CMV a une structure icosaédrique. Elle mesure 130nm de diamètre. 
Elle est composée essentiellement de la protéine MCP (Major Capsid Protein) codée 
par le gène UL86. Cette protéine est une des plus conservée de la famille des 
herpes viridae [26]. Les vingt faces triangulaires sont constituées de150 hexons (6 
MCP) séparés par douze pentons constitués par cinq MCP. Un des pentons est 
formé uniquement avec des protéines PORT (Portal Protein codée par UL104). Ce 
penton spécifique sert à l’encapsidation de l’ADN viral [27]. De plus, on retrouve 
associées aux MCP, des protéines TRI1 (protéine mineure de capside) codée par 
UL85 et TRI2 (protéine de transport de TRI1) codée par UL46 à la jonction 
pentons/hexons et des SCP (Smallest Capsid Protein codée par UL48A) permettant 
    TRL TRS IRS IRL 














l’assemblage de la particule infectieuse, notamment au travers des interactions avec 









Figure 5 : Virion du CMV. A : Représentation de surface et de la capside de la particule (18.10-8 
m). B: Modèle 3D.D’après human cytomegalovirus study group and Dr. Marko Reschke in 
Marburg, Germany. 
 
Figure 6: Représentation graphique du CMV. D’après 
http://viralzone.expasy.org/all_by_protein/807.html 
 
Au cours du cycle de réplication,trois types de capside peuvent apparaitre selon leur 
degré de maturité [17],[30],[31]. Le type A est une capside dépourvue d’ADN suite à 
un défaut d’emballage du génome viral. Le type B est un précurseur des capsides 
matures ne contenant pas d’ADN viral mais les protéines d’assemblage [17, 29]. Le 
type C correspond à des nucléocapsides complètement matures [17]. 
 
c. Le tégument  
Le tégument est une substance amorphe située entre la nucléocapside et 




composé d’une vingtaine de protéines [17, 32], le plus souvent phosphorylées et 
d’origine virale [33, 34] mais également cellulaire comme cPLA-2 [35] ou encore 
Caséine Kinase II [36], protéines qui auront le rôle d’activer plus rapidement 
certaines voies de signalisation (NF-κB pour la CK-II) et faciliter la réplication virale 
[27, 37]. Ces ARN permettraient à certains gènes viraux d’être exprimés directement 
après l’entrée du virus dans la cellule, et ceci en absence de transcription du génome 
viral. 
Globalement, les protéines tégumentaires sont séparées en deux catégories : l’une 
comprend les protéines nécessaires à l’assemblage ou au désassemblage du virion 
(pp65) [32] et l’autre comprend les protéines de régulation, que ce soit pour contrôler 
la réponse immunitaire, favoriser la réplication virale ou perturber le cycle cellulaire 
comme pp71, pp65, ppUL91 [32, 38-40]. Les deux catégories n’étant pas 
mutuellement exclusives.  
La protéine la plus représentée est la phosphoprotéine pp65 qui est codée par le 
gène UL83 et qui représente environ 95% du tégument et 15% de la masse virale 
[32]. Elle est suivie par pp71 [32], codée par UL82 et qui joue un rôle important dans 
la réplication puisqu’elle est un transactivateur de l’expression des gènes viraux [41]. 
pp150 codée par UL32 représente 20% de la masse du virion [32]. LTP (Largest 
Tegument Protein) est codée par UL48. pp28, codée par UL99, est en contact avec 
l’enveloppe et permet la formation des virions enveloppés à partir des capsides 
tégumentées [30, 42]. pp130, couplée à une terminase du virion interviendrait dans 
l’encapsidation de l’ADN viral lors de la maturation du virus. 
 
d. L’enveloppe virale 
 
L’enveloppe virale est une bi-couche phospholipidique qui entoure le tégument. Elle 
résulte du bourgeonnement du virion au niveau du réticulum endoplasmique (RE), de 
l’appareil de Golgi ou du compartiment intermédiaire RE/Golgi (ERGIC). Elle est 
porteuse d’une cinquantaine de glycoprotéines codées par le génome viral et 
essentielles à la réplication du virus dont gB, gM : gN, gH : gL.  
La protéine gB, codée par UL55 [17, 43-45] est présente sous forme d’homodimère, 
transmembranaire et est essentielle à l’interaction avec les héparan-sulfate lors de la 
phase d’adhésion et d’entrée du virus [43, 46]. Compte tenu de sa fréquence, sa 
22 
 
faible variabilité et de son fort pouvoir immunogène, gB a été un des principaux 
candidats pour la vaccination anti-CMV [47, 48]. 
L’utilisation d’anticorps neutralisant dirigés contre gB peut inhiber l’attachement et la 
fusion virus/cellule [49].  
Le complexe gM : gN permet aussi une interaction initiale aux héparan-sulfates. La 
protéine gM est la protéine de surface la plus abondante, elle représente 10% de la 
masse du virion. Elle est une structure globalement conservée parmi les 
Herpesviridae [50]. La protéine gN présente une grande variabilité d’une souche de 
CMV à l’autre. 
Le complexe gH : gL est commun à tous les Herpesvirus et participe au transport 
intra-cellulaire [51]. La protéine gH, codée par UL75 [52, 53] assure les fonctions de 
fusion des enveloppes virales et cellulaires alors que gL, codée par UL115 [52, 53] 
est une glycoprotéine chaperonne de gH. Plus récemment, gH a été identifiée 
comme se liant à l’intégrine αVβ3 qui est un co-récepteur pour l’entrée du virus [54]. 
Le complexe gH : gL peut s’associer à la protéine gO, codée par UL74 [52, 53]qui 
semble augmenter les capacités de fusion du complexe [55]. Plus récemment, gO a 
été montrée comme étant une protéine chaperonne permettant l’incorporation de 
gH : gL dans l’enveloppe [56]. Un autre complexe joue un rôle dans le tropisme viral ; 
il s’agit de l’ajout des protéines codées par UL128, UL130 et UL131 à gH : gL. 
Lorsque ce complexe est absent ou muté, les virions peuvent entrer dans les cellules 
endothéliales mais n’expriment pas les gènes Immediate Early (IE) nécessaires au 
bon déroulement du cycle viral [57]. 
L’enveloppe contient des glycoprotéines mineures notamment des récepteurs 
couplés aux protéines G (RCPG) codés par le virus. La protéine codée par le gène 
US28 a été la plus étudiée. Elle mime un récepteur aux chimiokines CXCR3 et 
permet la migration cellulaire [58], l’apoptose [59].  
Ces protéines portent de nombreux épitopes reconnus par des anticorps neutralisant 
et seront les principales cibles de la vaccination. 
4. Cycle réplicatif 
a. Schéma général 
L’infection à CMV est spécifique d’espèce. Chaque espèce animale a son propre 
CMV. Le CMV humain ne se réplique que dans les cellules humaines. 
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Le CMV a un spectre d’hôte très restrictif en culture cellulaire. Les fibroblastes de 
peau ou poumons sont les cellules les plus permissives in vitro. In vivo, le virus se 
réplique dans les fibroblastes, cellules épithéliales, macrophages, cellules 
musculaires lisses et cellules endothéliales [17, 60-62]. 
 
La croissance du CMV est caractérisée par une réplication relativement lente et un 
effet cytopathique spécifique avec un élargissement et une ballonisation des cellules. 
L’effet cytopathique observé dépend de la souche virale. Les fibroblastes cutanés 
WI-38 et embryonnaires MRC-5 sont classiquement utilisés pour la propagation et 
l’isolement viral. La ballonisation et les inclusions cytoplasmiques apparaissent dés la 
5ème heure. Vers 48-72 heures post-infection, l’effet cytopathogène (ballonisation, 
inclusion nucléaire (accumulation de nucléocapsides) et périnucléaire (accumulation 
de nucléocapsides, corps denses et appareils de Golgi)) est évident.  
Les particules virales s’accumulent dans le cytoplasme et vers 96-120 heures post-
infection dans le milieu extra-cellulaire. 
La taille de l’inoculum, les lignées de cellules en culture, les souches virales, 
influencent l’aspect de l’effet cytopathogène in vitro. La propagation des souches 
sauvages dans les monocultures de fibroblastes se fait essentiellement par contact 
inter-cellulaire et l’effet cytopathogène n’est visible qu’en petits foyers éparses et ne 
survient que vers 10-14 jours. De plus, les souches sauvages ne libèrent que peu de 
virions dans le milieu extra-cellulaire. 
Par contre, les souches de laboratoire comme AD169 ou Towne libèrent facilement 
les virions et provoquent un effet cytopathogène généralisé à toutes les cellules et en 
7-10 jours. 
Les fibroblastes infectés par une souche AD169 récupèrent de leur ballonisation 
initiale et conservent leur aspect allongé. De plus, le noyau est peu déformé et les 
inclusions périnucléaires sont peu visibles. Par contre, la souche Davis entraine une 
importante ballonisation avec un noyau excentré tout comme les souches cliniques 
[17, 63-65]. 
 
Les étapes initiales de la réplication virale ne sont pas complètement connues. 
L’attachement et la pénétration à la surface cellulaire sont rapides et efficients dans 
les cellules permissives et non permissives ce qui suggère que les récepteurs au 
CMV sont largement distribués. L’heparan-sulfate aurait un rôle majeur dans 
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l’attachement du virus à la cellule [46, 66]. Par contre, les éventuels autres 
récepteurs sont mal connus et les glycoprotéines d’enveloppe tels gB, gH ne 
semblent pas incontournables à l’entrée du virus dans les cellules[17]. 
L’attachement à la cellule est suivi de la pénétration, médiée par la fusion de 
l’enveloppe virale et de la surface cellulaire [67]; ce processus implique possiblement 
le complexe gH/gL [68].  
La nucléocapside se dirige très rapidement vers le noyau et la protéine de tégument 
ppUL83 [69] peut être détectée dans les 20-30 minutes qui suivent l’exposition à 
l’inoculum viral et l’expression des gènes IE1/2 suit rapidement.  
La réplication productive dans les cellules permissives se fait selon un schéma 
spécifique : 
- Les gènes de classe « a » ou immediate early (IE) sont exprimés 
immédiatement après l’entrée et ne dépendent de l’expression d’aucun gène 
viral. Ils permettent l’activation des phases ultérieures de réplication. 
- Les gènes de classe « b » ou early (E) dépendent des produits des gènes 
« a ». 
- L’expression des gènes de classe « g » ou late (L) est tardive [70]. Ils sont 
impliqués dans l’encapsidation et le relargage des virions. 
Même si le cycle de réplication du CMV est lent, nécessitant 48-72 heures avant 
libération des premiers virions [71], l’expression des produits des gènes se fait 
immédiatement après l’entrée du virus. Les protéines du tégument influencent les 
phases les plus précoces de l’infection et les fonctions virales jouent un rôle 
régulateur ultérieur. 
Les phases tardives apparaissent à partir des 24-36 heures suivant l’infection avec 
une importante libération de virions à partir de 72-96 heures.  
 
b. Cellules infectées 
Bien qu’une grande variété de cellules soit permissive aux CMV en culture, la 
propagation optimale du virus se fait sur les cultures de fibroblastes humains. 
En dehors des fibroblastes, un grand nombre de cellules humaines sont permissives 
au CMV comme les monocytes, macrophages, cellules musculaires lisses, cellules 
endothéliales, astrocytes [72], cellules épithéliales et trophoblastes [73-75].  
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La permissivité des cellules endothéliales pour les souches de laboratoire dépend de 
l’origine des cellules endothéliales et de la souche virale. Par exemple, les cellules 
endothéliales issues d’artère ombilicale (HUAEC) ne sont pas permissives aux 
souches de CMV développées sur fibroblastes (AD169 ou Towne) alors qu’elles le 
sont pour des souches cliniques cultivées sur cellules endothéliales [76]. Ce tropisme 
cellulaire est basé sur un « îlot génétique de tropisme » comprenant trois ORF : 
UL128, UL130 et UL131A. Ces trois gènes seraient actifs dans la souche clinique 
mais inactifs dans les souches de laboratoire, perdus après de nombreux passages 
sur fibroblastes [77]. 
 
c. Entrée 
Le mécanisme d’entrée du CMV est actuellement mal connu. En effet, il est variable 
d’un type cellulaire à l’autre [78] et les récepteurs impliqués dans les phénomènes 
d’entrée sont peu décrits [17, 79-81]. 
 
L’entrée des différents Herpesvirus, dont le CMV, dans la cellule est précédée d’une 
phase d’attachement au cours de laquelle, les heparans sulfate cellulaires 
interagissent avec les complexes gM/gN et gB viral [46, 66, 82]. Après cette phase 
d’interaction précoce, le virus s’attache aux récepteurs et corécepteurs cellulaires 
[83]. 
Les récepteurs les plus décrits sont le récepteur à l’Endothelial Growth Factor (EGF-
R) [54, 84], DC-sign et le récepteur au Platelet derived growth factor (PDGF-R). 
EGF-R est le principal récepteur du CMV. Il interagit avec l’intégrine αυβ3. 
néanmoins, ce récepteur EGF-R n’est peut-être pas indispensable car il est absent 
de cellules qui sont, par ailleurs permissives au CMV [85],[86],[54]. DC-sign est 
impliqué dans la trans-infection des cellules dendritiques aux autres cellules 
permissives. PDGF-R interagit avec gB et pourrait être déterminant dans l’infection 
[87]. 
Parmi les corécepteurs ont été décrit β2microglobuline,US28 et annexin 2 [88]. 
Après la phase d’attachement, selon le type cellulaire, les membranes virales et 
cellulaires fusionnent [67]. Cette fusion peut se faire par endocytose notamment lors 
d’infection de cellules endothéliales [89]. 
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Dés la fusion, les protéines de capside sont dégradées et l’ADN viral gagne le noyau 
cellulaire pour débuter la réplication en 20 à 30 minutes [90]. 
 
Figure 7 : Illustration du mécanisme d’entrée général du CMV dans les cellules [83]. 
Représentation de l’attachement et de l’entrée du CMV par fusion membranaire. Le virus s’attache 
aux héparan sulfate à la surface des cellules avant de se lier à l’EGFR via ses protéines 
d’enveloppes gB. La protéine virale gH se lie aux intégrines et semble jouer un rôle dans l’entrée 
du virus. Après fusion des membranes cellulaires et virales, la nucléocapside est libérée dans le 
cytoplasme et acheminée au noyau. 
 
d. Réplication 
Le schéma de réplication du CMV est celui des autres membres de la famille des 
Herpesvirus mais en diffère de part sa longueur puisqu’il dure 96-120 heures alors 
que celui du HSV dure huit heures [71, 91]. 
Ce cycle comprend trois phases désignées selon leur délai d’apparition :  
-Très précoce, IE (Immediate Early) : correspond à la transcription d’ARNm très 
précoces. Sur le plan cellulaire, elle correspond à l’élargissement de la cellule. 
-Précoce, E (Early) : entre la 2°et 24°heure, les A RNm précoces sont transcrits. Les 
protéines produites comprennent entre autres l’ADN polymérase qui commence la 
réplication vers la douzième heure. Cette phase correspond à l’apparition de l’effet 
cytopathogène.  
-Tardive, L (Late) : les ARNm tardifs sont transcrits en protéines et glycoprotéines de 
structure. Les nucléocapsides virales apparaissent dans le noyau à H48 au sein de 
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l’inclusion réticulée puis s’enveloppent dans le feuillet interne de la membrane 
nucléaire en migrant vers le cytoplasme.  
 
 Phase très précoce, IE 
Dès l’entrée dans la cellule, soit dans l’heure suivant le début de l’infection, les 
protéines du tégument vont activer la transcription de gènes IE en s’appuyant sur la 
machinerie cellulaire [70]. 
Les principaux gènes transcrits se situent dans les régions UL36, UL37, UL123, 
UL122, TRS1/IRS1 et US3 [92-94]. 
 
UL122 et UL123 codent pour les deux protéines très précoces principales que sont 
IE2 (573 acides aminés) et IE1 (491 acides aminés) respectivement [94, 95]. Ces 
protéines sont des phosphoprotéines nucléaires dont l’expression varie au cours du 
cycle viral. En effet, IE2 a une expression biphasique, importante en début et fin de 
cycle afin d’activer l’expression de protéines précoces et tardives alors que IE1 a une 
expression continue tout au long du cycle et assure un rôle de « co-facteur » de IE2 
[96, 97]. De ce fait, IE1 ne semble pas indispensable dans la réplication virale au 
moins à forte MOI [98, 99]. IE1 va stimuler de nombreux promoteurs viraux et 
cellulaires en interagissant directement avec des protéines telles HDAC-2, SP-1[100, 
101]. 
 
IE2 est donc la protéine majeure de cette phase avec pour fonctions de contrôler la 
succession d’expression des gènes « a », « b » puis « g » et de moduler l’expression 
des gènes très précoces en se liant au site cis–repression-signal (crs) afin de bloquer 
le recrutement de l’ADN polymérase [102, 103], elle engage la cellule en phase S, 
afin d’optimiser la réplication virale. 
 
UL36 et 37 codent pour deux protéines inhibant l’apoptose dépendant des 
mitochondries [104], TRS1/IRS1 jouent un rôle dans la régulation de l’apoptose [105, 
106] et US3 empêche l’expression de molécule de surface CMH-1 et donc la 
présentation d’antigène du CMV [64, 107].  
 
La plupart des gènes IE sont transcrits sous contrôle du MIEP (Major Immediate 
Early Promoter) qui comprend de nombreux sites de fixation à des facteurs de 
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transcription comme NF-kB, SP1, AP1… Plus récemment des séquences de 





Figure 8: Organisation générale du MIEP, d’après Meier et al, 2006 [110]. 
 Phase précoce, E 
Cette phase s’étend de la sixième à la vingt-quatrième heure post infection et 
correspond à la phase de réplication virale et de synthèse de certaines protéines du 
tégument (pp65 codée par UL83, pp71, pp150). 
23 gènes E sont essentiels cette phase et sont souvent conservés dans la famille 
des Herpesvirus. Les principaux sont : 
- UL112-113 qui codent pour quatre phosphoprotéines initiant la réplication [95, 
111, 112]. 
- UL 54 et UL44 qui, sous l’action conjointe de IE1 et IE2, codent respectivement 
pour l’ADN Polymérase et son co-facteur. Ce dernier empêche l’ADN polymérase 
de se désolidariser de sa matrice [113, 114]. 
- UL57 qui code pour une protéine de liaison à l’ADN simple brin empêchant la 
renaturation des brins d’ADN après passage de l’hélicase. 
- UL70, UL102 et UL105 codant pour un complexe primase/hélicase. 
- US11 qui contrairement aux précédentes protéines est impliquée dans 
l’échappement au système immunitaire puisqu’il code pour des protéines qui 
dirige la dégradation des protéines du CMH1 par le protéasome. 
 
Au cours de cette phase, le CMV agit sur les cyclines et cyclines dependant kinase 
(CDK) et bloque la cellule dans une phase intermédiaire entre G1 et S. Ainsi, la 
cellule va synthétiser les protéines nécessaires à la réplication virale. Alors que la 
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cellule est bloquée avant la phase S, la machinerie cellulaire sera utilisée par l’ADN 
polymérase virale pour assurer la réplication del’ADN viral à partir d’une origine de 
réplication unique OriLyt. Cette origine de réplication commune au CMV humain, 
murin et simien, se situe dans la région UL, prés de l’ORF codant pour pp57 [115, 
116].  
 
 Phase tardive, L 
Cette phase s’étend de H24 à H48 et précède la libération des virions. Elle consiste 
en la synthèse de protéines de capside (UL86, UL46…), l’encapsidation de l’ADN 
viral et l’export des virions hors de la cellule. 
Les protéines de capside sont importées dans le noyau afin de s’assembler en pro-
capside. Dans le même temps, les séquences pac1 et 2 virales guident l’entrée du 
génome viral dans les pro-capsides. Cette pro-caspide s’enveloppe de la membrane 
interne du noyau avant le plus souvent de se dés-envelopper dans le cytoplasme. 
Là, elle acquiert les protéines du tégument dans les saccules de Golgi et enfin 










Figure 9 : Cycle viral lytique du CMV. Après libération de la nucléocapside dans le cytoplasme, celle-
ci est acheminée jusqu’au noyau où l’ADN viral sera répliqué suite à l’expression préalable des gènes 
IE1 et IE2. Lors des phases tardives du cycle, l’ADN viral est encapsidé avant d’être enveloppé une 
première fois par la membrane nucléaire puis une seconde fois par la membrane du RE. Les virions 








L’immunité cellulaire est la voie la plus importante dans la lutte contre le CMV, elle 
dépend de la collaboration entre les systèmes inné et acquis [17]. La réponse 
humorale est critique dans des domaines comme l’infection néonatale [117] et lors de 
transplantation d’organes [118].  
a. Immunité innée 
La réponse immunitaire innée joue un rôle important dans la défense directe contre 
le CMV et permet d’activer la réponse immunitaire adaptative [119]. Elle est mise en 
place dès la phase d’attachement et de fusion du virus au niveau des membranes 
cellulaires. Les principaux récepteurs pour cette réponse seront les Toll-Like 
Receptors (TLR) et plus particulièrement les TLR-3 et 9 pour la reconnaissance de 
l’ADN viral, mais aussi le TLR-2 au moment de l’entrée du virus notamment par sa 
fixation à la glycoprotéine d’enveloppe gB. Cette activation du système immunitaire 
inné va induire une sécrétion de cytokines inflammatoires et engendrer l’activation 
des cellules dendritiques (DC), des macrophages ainsi que des cellules NK. Ces 
cellules pourront alors lyser directement les cellules infectées (NK) ou activer une 
réponse immunitaire adaptative (macrophages et DCs). 
Elle semble jouer un rôle crucial dans la prévention de l’infection congénitale ou 
périnatale [117]. Toutefois, les phénomènes d’évasion, la tolérance induite pendant 
la grossesse impactent l’immunité innée et donc majorent le risque d’infection. 

 Toll-Like Receptors (TLRs) 
Il existe dix TLR chez l’Humain [117]. Les TLR détectent les pathogènes grâce à 
l’interaction de Pathogen Associated Molecular Patterns (PAMPs) avec leur Receptor 
Pattern Recognition Receptor (PRRs) ce qui aboutit à la production de cytokines [58]. 
TLR2 a un PRR pour les glycoprotéines d’enveloppe gB et gH [119, 120]. Dans le 
cas de transplantation hépatique, un polymorphisme de TLR2 conduit à une 
réplication plus importante du CMV et à une maladie à CMV plus sévère. Dans le 
placenta humain, il existe peu de données, bien qu’une étude ait montré une réponse 
inflammatoire induite par le CMV lors d’une culture de syncytiotrophoblaste [61, 62]. 
TLR3 se lie à des molécules d’ADN double brin produites lors de la réplication virale 
[57]. Les modifications dans le polymorphisme de ce TLR3 est responsable 
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d’encéphalite herpétique grave et d’une plus grande susceptibilité aux infections à 
CMV et ce en lien avec une sécrétion réduite en IFN-and TNF- [117].  
 
 Les cytokines, chémokines, enzymes 
De nombreuses cytokines semblent jouer un rôle important dans le contrôle 
immunitaire de l'infection à CMV, bien que définir quelles cytokines sont susceptibles 
de protéger et quelles cytokines sont susceptibles d’accroitre l’infection dans le 
contexte de l'infection à CMV congénitale ou périnatale est difficile dans les études 
rapportées à ce jour. 
Certaines conditions induites par la grossesse peuvent majorer le risque d’infection 
virale ; c’est le cas par exemple de IL-10 dont la production est majorée en cours de 
grossesse et qui récemment a été décrit comme un facteur de susceptibilité accrue à 
l’infection fœtale [121]. Il semblerait que le profil cytokinique des enfants infectés par 
le CMV soit différent de celui des adultes [117]. Dans la mesure où des cytokines 
comme IL- 12, IFN-, and IFN-λ1 sont sécrétées en moins grande quantité chez 
l’enfant, le fœtus pourrait être plus à risque d’infection à CMV [76]. Hassan et al en 
2007 ont montré que les nouveau-nés infectés nés de mère ayant séroconverti 
pendant la grossesse avaient un taux d’IL-8 significativement plus élevé et un taux 
d’IFN- plus faible que leur mère. Ces différences biologiques n’avaient semble-t-il 
pas d’impact de retentissement foetal puisque tous les enfants étaient 
asymptomatiques [122]. 
L’indoléamine 2.3 dioxygénase (IDO) est une enzyme présente dans le placenta, au 
niveau des syncytiotrophoblastes, fibroblastes, cellules de Hofbauer et cellules 
endothéliales [123]. Les cellules dendritiques, fibroblastes et macrophages, stimulés 
par l’interféron (surtout IFN-γ) vont traduire le gène de l’IDO. En dégradant le 
tryptophane, l’IDO entraine la production de kynurénine qui induit une tolérance de la 
mère vis à vis de son fœtus [124, 125]. L’IDO réduit également la prolifération de 
micro-organismes intra-cellulaires [126]. 
Baron et al ont montré que le CMV en infectant des fibroblastes type MRC5, réduisait 
l’expression de l’IDO induite par L’IFN-γ et par ce biais réduisait l’action anti-virale de 




Le profil des chémokines lors d’infection congénitale à CMV a été peu étudié. Scott 
et al en 2012 ont étudié au deuxième trimestre, le liquide amniotique de huit femmes 
ayant donné naissance à des enfants infectés, le sérum de douze femmes enceintes 
après séroconversion et le sérum et liquide amniotique de femmes enceintes non 
infectées ; ils ont montré que les taux de CCL2, CCL4, et CXCL10 (IP-10) dosés 
dans le liquide amniotique étaient significativement plus élevé chez les femmes 
infectées [128]. Dans cette étude, seule CXCL10 était significativement augmentée 
dans le sérum des femmes infectées. Toutefois, l’impact d’une telle différence sur la 
transmission du virus au fœtus n’a pas été étudié. 
Dans une autre étude, Hamilton et al en 2012 ont montré que l’expression de la 
chémokine MCP-1 et de TNF-α dans les placentas infectés par CMV était 
augmentée tout comme c’est le cas dans le liquide amniotique [129]. Ceci est 
associé à des retards de croissance intra-utérin, fausses-couches, morts fœtales in 
utero [130] et prématurités [131]. 
 

 Les cellules phagocytaires (neutrophiles et macrophages) 
Les macrophages et neutrophiles ne semblent pas être impliqués dans la réponse 
contre le CMV. En effet, l’incidence des infections à CMV n’est pas plus importante 
en cas de déficits immuns en neutrophiles [117]. 
Au cours de l’infection à CMV, les cellules de Hofbauer (apparentées aux 
macrophages au niveau placentaire) sont hyperplasiques. Il a été montré que les 
macrophages permissifs au CMV peuvent être à l’origine de la propagation du virus 
aux syncytiotrophoblastes [132].  
Pereira et al, en 2006, ont montré un infiltrat de neutrophiles dans les vaisseaux des 
villosités chorioniques lors d’infection à CMV. Le degré de l’infiltrat de neutrophiles 
était corrélé au taux d’ADN viral contrairement à l’infiltrat de macrophages ou de 
cellules dendritiques [133]. 
 
 Les cellules Natural Killer (NK) 
Les NK sont d’importants effecteurs de l’immunité innée impliquée dans le contrôle 
des infections virales. Ils sont caractérisés par un phénotype CD3- CD56+ et 
représentent 15% des lymphocytes périphériques.  
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Les cellules NK sont capables d’une réponse immunitaire innée non-spécifique 
conduisant à la lyse des cellules infectées via le système des perforine/granzyme, le 
système fas/ligand qui induit l’apoptose et la cytotoxicité cellulaire dépendante des 
Anticorps (ADCC). 
Lors de la grossesse, l’endomètre contient des NK ayant un phénotype de faible 
cytotoxicité afin de prévenir le rejet de l’allogreffe fœtale. Néanmoins, exposées au 
CMV, ces cellules peuvent acquérir des caractéristiques fonctionnelles et 
phénotypiques optimisant leur potentiel cytotoxique [134, 135] 
 
De plus, les cellules NK peuvent compenser leur potentiel cytotoxique défaillant par 
l'élaboration de cytokines antivirales, en particulier l'interféron gamma [42] qui 
participe à la mise en place d’une réponse immunitaire adaptative. 
Le CMV code de nombreux gènes qui interfèrent avec la réponse NK. Certains 
gènes codent pour : 
- des protéines qui altèrent l’expression des ligands des récepteurs activateurs 
NKG2D [136], tels que MICB, ULBP1, 2 et 6 [137]. 
- des protéines homologues de CMH-I qui se lient aux récepteurs inhibiteurs 
LIR-1 avec une affinité supérieure aux CMH-I de l’hôte [138]. 
- des protéines qui diminuent l’expression de CD155, un ligand des récepteurs 
activateurs CD96 [139]. 
 
b. Immunité adaptative 
L’immunité adaptative dans le contexte de l’infection congénitale et périnatale à CMV 
a été plus étudiée que l’immunité innée. 
 
 Réponse cellulaire 
Bien qu'il existe de nombreuses preuves scientifiques de l'importance de l'immunité 
cellulaire dans le contrôle de l'infection à CMV, la preuve irréfutable reste la gravité 
de la maladie à CMV chez des patients dont l'immunité à médiation cellulaire est 
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profondément altérée, comme les patients qui ont subi une greffe de moelle osseuse 
ou ont le SIDA. 
Des études portant sur des modèles murins ont montré que la suppression des 
lymphocytes T conduisait à la réactivation et dissémination de l’infection [140], et que 
les CTL étaient importants dans la guérison [141]. D’autres études ont montré que 
les CD8+ protégeaient la souris de maladies à CMV létales de manière indépendante 
des CD4+ [142, 143].  
a. Lymphocytes T-CD4+ 
De nombreuses études montrent le rôle majeur des lymphocytes CD4+ dans la lutte 
contre le CMV. Chez les enfants sains infectés par CMV, l’excrétion urinaire et 
salivaire prolongée est liée à un déficit persistent et spécifique en CD4+ [144].  
En cas de transplantation, un faible de taux de CD4+ anti-CMV est corrélé de façon 
significative au risque de complications secondaires au CMV [145]. Einsele et al ont 
montré que les CD4+ étaient nécessaires au contrôle de l’infection à CMV [146]. 
Dans leur étude, le transfert de lignées de CD4+ spécifiques de CMV a diminué de 
manière drastique la charge virale chez des patients ayant bénéficié d’une greffe de 
cellules souches et a également participé à l’expansion des CD8+.  
Les CD4+ répondent à de multiples protéines virales comme les glycoprotéines 
d’enveloppe gB et gH, protéines de tégument pp65 et protéines non structurales IE 
[147-149]. Environ 9.1% des CD4 mémoires circulants sont dédiés au CMV [150]. 
La réponse CD4 vis-à-vis du CMV est précoce, orientée Th1 [128, 151] et précède la 
mise en place et le maintien de la réponse CD8 [152]. Classiquement, le rôle des 
CD4+ est considéré comme indirect avec l’alimentation de la réponse humorale et 
l’expansion de la population de CD8+. Néanmoins, des études ont montré que les 
CD4+ spécifiques de gB, détectés chez plus de 30% des individus sains [150] 
pouvaient avoir un rôle direct en détruisant les cellules infectées. Ces cellules 
cytotoxiques ont pu être isolées notamment chez la femme enceinte [153]. 
Le compartiment CD4+est directement cytotoxique par la sécrétion d’IFN-γ [154], 
l’expression de perforine et granzyme B et induire l’apoptose des cellules infectées. 
Certains clones LT CD4+, notamment dirigés contre la protéine IE1, sécrètent de 
l’IFN-γ, du TNF-α ainsi que de l’IL-6, certaines de ces molécules pouvant inhiber 













Figure 10 : Représentation schématique des antigènes reconnus par les réponses T CD4+ et CD8+. 
 
Le CMV a élaboré plusieurs mécanismes d’échappement vis-à-vis des CD4+. Par 
exemple, les cellules produisant de l’IFN-γ et de l’IL-2 sont moins fréquentes chez les 
patients virémiques [156].  
Le virus inhibe la protéine JAK1 nécessaire à la signalisation de l’IFN-γ qui permet 
une augmentation de l’expression des molécules du CMH-II à la surface des cellules 
présentatrices d’antigènes (APC).  
La protéine virale US2 empêche le bon adressage des molécules HLA-DR et HLA-
DM et entraine leur dégradation [157], inhibant ainsi la présentation par le CMH-II. 
Enfin une protéine homologue à l’IL-10 codée par UL111a possède les mêmes 
caractéristiques que l’IL-10 cellulaire et inhibe notamment l’expression des molécules 
de CMH-I et II à la surface des APC, la sécrétion de cytokines et la prolifération des 
lymphocytes [158]. Par ailleurs, il a été démontré que le CMV avait un effet inhibiteur 
sur la prolifération des T CD4+, ainsi qu’un effet inhibiteur sur la sécrétion de 
cytokines comme IFN-, and TNF- [159]. 
 
La réponse cellulaire CD4+ lors d’une infection par CMV semble impliquée dans la 
transmission au fœtus. Une étude a évalué la présence de T CD4+ parmi les 
lymphocytes de 46 femmes enceintes et huit femmes non enceintes séropositives 
pour CMV et avec une infection active. Les taux d’INF- et TNF- ont également été 
évalués. Toutes les femmes avaient la même proportion de CD4+, bien que les 
femmes enceintes qui présentaient une réinfection ou une réactivation aient plus de 
CD4+. Aucune infection congénitale n’a été observée dans cette population de 
femmes avec réactivation ou réinfection. Ceci conduit les auteurs à proposer que les 
CD4+ pourraient partiellement protéger de la transmission du virus au fœtus [160]. 
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Une autre étude a montré que dans les premiers mois suivants une infection à CMV, 
la réponse CD4 était retardée chez les femmes qui avaient donné naissance à un 
enfant infecté par CMV relativement aux femmes qui n’avaient pas transmis le virus 
[161]. 
Ces observations suggèrent qu’une intervention visant à optimiser la réponse CD4+ 
pourrait prévenir l’infection congénitale à CMV. 
Deux études ont évalué la réponse T chez des femmes enceintes dans l’année 
suivant la primo-infection relativement à des femmes enceintes avec infection pré-
conceptionnelle. Elles ont montré, en plus de la réponse retardée observée chez les 
femmes transmettrices, qu’il y avait une latence avant le retour des T mémoires au 
statut CD4-RA+naïf [162, 163]. 
 
En plus, de l’importance de la réponse CD4+ maternelle dans la transmission du 
CMV, la réponse CD4+ fœtale et néonatale joue un rôle dans le pronostic de 
l’infection congénitale. 
Plusieurs études ont évalué la réponse CD4+ du fœtus lors d’infection à CMV. 
L’équipe de Fujikawa en 2003 a étudié les CD4+ fœtaux en marquant les cytokines 
intra-cellulaires IFN-γ et TNF-α. Les conclusions étaient que la réponse CD4+ du 
fœtus n’avait pas de rôle protecteur mais pourrait être corrélée à la sévérité de la 
maladie à CMV. En effet, le taux de CD4+ était plus important chez les enfants 
symptomatiques relativement aux asymptomatiques [164]. Ceci peut, cependant être 
le témoin d’une charge virale plus élevée et non pas l’effet des cytokines en tant que 
tel. 
La réponse CD4+ vis à vis du CMV chez les jeunes enfants est diminuée 
relativement à celle de l’adulte. Le nombre de CD4+ producteurs d’IFN- et IL-2 est 
réduit de manière prolongée. Il a été suggéré que ce type de réponse soit à l’origine 
de l’excrétion virale prolongée chez les enfants asymptomatiques qui ont acquis le 
CMV en post-natal [144].  
Une étude sur sept enfants avec infection congénitale à CMV, six enfants avec 
infection acquise en post natal et six adultes séropositifs a montré que les enfants 
avec infection congénitale avaient très peu de CD4+ producteurs d’IFN-γ. Les 
enfants de cette étude étaient asymptomatiques, les auteurs n’ont pas exclu une 
relation entre la réponse CD4+ et le fait que les enfants soient symptomatiques [165]. 
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Une étude menée par Lidehall et al a comparé 24 enfants avec infection congénitale 
dont neuf symptomatiques, 19 avec infection post natale et huit adultes avec primo-
infection symptomatique. La réponse CD4+ des nourrissons était très faible 
relativement à celle des adultes même si elle augmentait dans le temps. Aucune 
différence n’était observée entre les enfants symptomatiques ou non 
symptomatiques. Lidehallet al., concluaient qu’une réponse CD4+ inadéquate est un 
des facteurs majeurs de l’absence de contrôle immunologique de l’infection à CMV 
chez le nourrisson [166].  
 
Les T régulateurs sont des CD4+ impliqués dans le maintien de la grossesse et dans 
la tolérance du fœtus par le système immunitaire maternel [167, 168]; Néanmoins 
ces T régulateurs peuvent bloquer la réponse immune anti-virale [169, 170]. 
Le rôle exact de ces cellules T n’est pas élucidé dans le cas d’infection fœtale. Il 
semblerait que le taux de Trégulateurs soit inversement corrélé à la clairance du 
virus lors de transplantation [171] alors que dans les greffes de cellules souches les 
T-régulateurs ne semblent pas réduire la clairance du CMV [172]. 
 
b. Lymphocytes T CD8+ 
La réponse antivirale par les LT CD8+ est essentielle pour le contrôle de l’infection et 
la baisse de la charge virale chez les sujets infectés.Le rôle essentiel des CD8+ a 
d’abord été évoqué dans le modèle murin. L’élimination des lymphocytes est associé 
à une augmentation de la réactivation et de la dissémination de l’infection alors que 
l’injection de CD8+CTL conférait une protection contre la maladie létale [173, 174]. 
La déplétion de sous-types de lymphocytes chez les souris a également mis en avant 
les CD8 comme un composant important de l’immunité anti-CMV. Chez la souris, le 
transfert de LT CD8+ spécifiques des antigènes du CMV empêche la mortalité induite 
par l’infection dans un modèle d’immunosuppression et ce, même en absence de LT 
CD4+ [143, 175]. 
Chez l’Homme, il a été montré que des lymphocytes fœtaux CD8+ matures et 
fonctionnels sont capables de s’expandre en réponse à une primo-infection à CMV 
[176]. La reconstitution du compartiment LT CD8+ après transplantation de moelle 
osseuse est associée à la protection contre les maladies à CMV [177]. Dans une 
étude incluant des patients transplantés pulmonaires et cardiaques, une forte 
fréquence de LT CD8+ spécifiques d’IE1 corrèle aussi avec une protection contre les 
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maladies à CMV [178]. Le transfert de LT CD8+ chez les patients transplantés permet 
de prévenir la réactivation virale ainsi que les maladies associées [152, 179]. 
La proportion de CD8+ dédiée à la réponse anti-CMV est extraordinairement 
importante. Une médiane de 10% des CD8 circulants chez des séropositifs sains 
sont spécifiques du CMV [180-182]. Les lymphocytes CD8+ sont activés par un vaste 
répertoire antigénique. IE-1 et pp65 sont les plus importants [150, 183, 184]. 
 
 
Figure 11 :.Distribution de la réponse des CD4+ et CD8+ aux protéines du CMV [18] 
 
 
Il apparait que les antigènes qui induisent le plus la réponse CD8+ sont UL123 (IE-
1), UL122 (IE-2), et UL83 (pp65). 
Une fois activés les CD8+ naïfs se différencient en CD8+ effecteur/mémoire 
capables de sécréter de l’IFN-γ et de lyser les cellules infectées [185]. 
 
Le rôle de ces CD8+ lors d’une séroconversion en cours de grossesse est encore 
mal connu. Pédron et al. ont examiné entre la 22 et 39éme semaine de gestation, 
l’activation, le phénotype effecteur/mémoire des CD8+ ainsi que la sécrétion d’IFN- 
de 16 mères qui ont séroconverti au cours du premier trimestre ainsi que celui de 
leur fœtus infecté [186]. La réponse CD8+ était la même en dehors d’un pool de 
CD8+ spécifique de pp65 plus faible chez le fœtus et d’une sécrétion d’IFN- plus 
faible. 
Dans une autre étude, il a été montré qu’une réponse CD8+ pouvait apparaitre dès 
22 semaines de gestation [187]. Néanmoins, ces CD8+ activés et très différentiés ne 
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semblent pas totalement fonctionnels vu le faible nombre de CD8+ capables de 
sécréter de l’IFN-γ après stimulation in vitro. 
Marchant et al ont cependant réussi à montrer que des enfants avec infection 
congénitale à CMV avaient une réponse CD8+ similaires à celle observée chez 
l’adulte [176].Ces cellules ont une activité cytolytique médiée par les perforines et 
une production importante de cytokines comme IFN-γ. 
Lors de la vie fœtale, le taux de CD8+ est relativement faible mais va augmenter 
progressivement pour atteindre 10% des T mémoires [188]. Ce mécanisme est 
appelé « inflation mémoire » et existe aussi pour les LT CD4+ [189]. 
 
Le CMV inhibe la réponse T CD8+ par différents mécanismes. Il code une IL-10 virale 
qui a une action immunosuppressive et antiproliférative sur les LT CD8+. Il code 
également des protéines, dont les gènes se situent au niveau du segment US, qui 
peuvent inhiber la présentation d’antigènes viraux sur le CMH-I par les APC : 
- US3 est exprimée précocement (phase IE) et séquestre le complexe 
CMH/peptide au niveau du RE [107]. 
- US2 et US11 sont exprimées plus tardivement (phase E) et dégradent le 
complexe CMH/peptide [190, 191].  
- US6 (phase E) bloque la translocation des peptides via le transporteur TAP 












Figure 12 : Gènes viraux codant des protéines d’échappement à la réponse immunitaire. Le CMV 





L’observation de la fréquence élevée et de la spécificité des lymphocytes TCD4+ et 
TCD8+ anti-CMV (figure 11) pose la question de l’efficacité des nombreux 
mécanismes d’échappement décrits pour bloquer la reconnaissance des cellules 
cibles par ces effecteurs (figure 12). Pour répondre à cette question, il a été suggéré 
que les antigènes viraux pouvaient être acquis par les cellules dendritiques non 
infectées par voie exogène, par le biais de la phagocytose de corps apoptotiques 
infectés, et qu’ils pouvaient être présentés de manière « croisée » aux lymphocytes 
TCD8+ [193-195]. 
 
c. Lymphocytes T γδ 
Ces lymphocytes représentent environ 6% des lymphocytes circulants chez l’Homme 
sain. Ce sont des lymphocytes T non conventionnels dont le TCR est formé de 
chaines γ et δ. Ils ne requièrent ni le processing antigénique, ni la présentation des 
épitopes sur le CMH et répondent rapidement après activation [196, 197]. Ils 
possèdent certaines caractéristiques des cellules innées et adaptatives. Ils sont 
porteurs de récepteurs type NK activateurs (KIR activateurs, NKG2C et NKG2D) et 
inhibiteurs (KIR inhibiteurs, NKG2A et KLRG1) et ont une action anti-virale via 
l’expression de nombreux médiateurs de la famille des granzymes [198], perforine, 
FasL et Trail [199]. Ils ont été détectés chez le fœtus infecté par CMV dès la 21ème 
semaine de gestation et sont capables de s’expandre [197, 200] et d’exprimer de 
l’IFN- en grande quantité. 
 
 Réponse humorale 
L’immunité humorale apparait secondairement à une primo-infection et assure une 
protection au long court vis-à-vis des réactivations. Elle est particulièrement 
impliquée dans la prévention de la transmission materno-fœtale et l’atteinte fœtale. 
La réponse humorale est dirigée contre différentes protéines virales. Les principales 
cibles sont les protéines d’enveloppe gB impliquées dans l’attachement et la 
pénétration dans la cellule [201] et gH impliquées dans la fusion de la membrane 
virale avec la membrane cellulaire [202]. Des protéines du tégument comme pp65 ou 
pp50 ainsi que des protéines non structurales peuvent induire la production 
d’anticorps [203]. Le complexe d’entrée nécessaire à l’infection des cellules 
endothéliales (gH/gL/UL128-131A) permet aussi la production d’anticorps spécifiques 
41 
 
neutralisants et ce de façon encore plus efficace que les protéines gB et gH seules 
[204]. En plus de leur fonction neutralisante, les anticorps peuvent contribuer à la 
reconnaissance des cellules infectées par d’autres types cellulaires tels que les 
cellules NK et les T γδ. Ainsi, la fixation d’IgG anti-CMV sur les récepteurs CD16 des 
T γδ permet, au moins in vitro, la sécrétion d’IFN-γ par ces cellules, ce qui limite la 
réplication virale [205]. 
L’immunité humorale est probablement la plus décrite dans l’infection à CMV 
notamment dans le cas d’infection congénitale. Ceci est en lien avec l’intérêt suscité 
par la mise au point d’un vaccin basé sur la glycoprotéine gB. Un vaccin basé sur la 
sous-unité gB purifiée pourrait avoir un certain degré d’efficacité dans la prévention 
du CMV chez les femmes en âge de procréer [206] ou les transplantés [207]. Ce 
vaccin basé sur gB a également montré une augmentation des titres d’anticorps 
administrés à des femmes séropositives avec pour conséquence une réduction du 
risque de réactivation ou réinfection [208, 209].  
Par ailleurs, l’immunothérapie par IgG spécifiques monoclonales est d’actualité. En 
effet, l’injection d’IgG à des femmes enceintes semble diminuer le risque d’infection 
fœtale [210, 211] et les conséquences à court [212] et long terme [213]. 
Les Ig semblent avoir un effet protecteur au niveau placentaire. En effet, les femmes 
dont le fœtus est infecté ont un placenta plus fin que les femmes qui n’ont pas 
transmis le virus à leur fœtus, de plus un traitement par immunoglobulines augmente 
de manière significative l’épaisseur du placenta [214]. 
Maidji et al, en 2010, ont montré l’effet immunohistologique d’un traitement par 
immunoglobulines sur le placenta avec notamment réduction de la réplication virale 
[215]. 
 
Toutefois, l’immunité humorale à elle seule n’est pas responsable de la protection 
anti-virale même si la maladie à CMV est plus sévère lors de déficit en lymphocytes 
B [216, 217]. En effet, le CMV peut infecter le nouveau-né allaité même s’il existe un 
passage passif important d’Ac anti-CMV maternels [188, 218]. Egalement, une mère 
séropositive peut se réinfecter et transmettre le virus à son fœtus [219-221].  
D’autre part, les anticorps anti-CMV peuvent promouvoir la transmission du virus au 




Il n’est pas connu à ce jour si le fœtus était capable de fabriquer ses propres Ac anti-




c. Schéma récapitulatif de la réponse immune anti-CMV 
 
Figure 13 : Contrôle immunitaire du CMV par l’immunité innée et adaptative. L’infection primaire par 
le CMV dans des individus en bonne santé commence typiquement dans les endothélia des 
muqueuses (A), après quoi le virus dissémine dans les cellules myéloïdes incluant les monocytes et 
les cellules CD34+, où il établira sa latence (B). Une expression restreinte des gènes viraux est 
observée dans ces cellules infectées de manière latente ce qui limite leur reconnaissance par les 
cellules effectrices. La différenciation de ces monocytes infectés en macrophage ou dendritique peut 
initier l’infection productive (C). Les particules virales ou les corps denses peuvent être présenté par 
les cellules dendritiques pouvant alors stimuler les cellules T spécifique de l’antigène (D). 
Parallèlement à cela, les DCs activées via les TLR peuvent aussi secréter un panel de cytokines 
activant les cellules effectrices de la réponse innée (D). Les macrophages infectés peuvent aussi 
activer directement les lymphocytes T antigène spécifique (C). Ces lymphocytes T activés (CD8, CD4 
et γ δ) et les cellules NK peuvent directement lyser les cellules infectées par cytolyse ou bloquer la 
réplication virale au travers de la sécrétion de cytokines telles que l’IFN-γ ou encore du TNF (E). Une 
autre réponse importante est médiée par les lymphocytes B activés eux aussi par les cellules 





Figure 14 :Représentation schématique des voies de contamination du CMV et de la réponse immune 
mise en place. Le CMV pourrait gagné le placenta par voie hématogène (a) ou par voie ascendante 
(b). Meme si l’immunité humorale et cellulaire CD4/CD8 maternelle est considérée comme normale 
lors d’une grossesse, il existe une altération de la balance Th1/Th2, altération de la population de NK, 
augmentation deT Reg. Quelque soit la voie d’infection, le profil immun du placenta pourrait soit 
faciliter (diminution du potentiel cytotoxique des NK, diminution de IL-12, IFN-γ, translocation de 
particules virales à travers le syncytiotrophoblaste), soit inhiber la transmission du CMV (c). Une fois 
que le virus a pénétré le compartiment fœtal, le défaut de prolifération des CD4 fœtaux peut limiter le 














Le CMV Humain a une spécificité d’espèce. Il est présent dans toutes les populations 
et avec une séroprévalence chez les femmes en âge de procréer de 40-83%. En 
France, la dernière étude publiée en décembre 2013 montre une prévalence de 
45.6% chez les femmes de 15 à 49 ans [222]. 
Cette séroprévalence dépend des conditions géographiques, ethniques et socio-
économiques.Il est inversement corrélé au statut socio-économique [223-229]. 
Dans la mesure où l’infection est transmise par contact direct ou indirect via 
l’excrétion du virus dans les fluides comme les urines [230], le lait maternel [231], la 
salive [232], les larmes [230], elle est d’autant plus précoce que le niveau 
socioéconomique est bas [233-238] et que les femmes sont exposées à des 
nourrissons [232, 239].  
Figure 15 : séroprévalence du CMV dans différents groupes de population [240] 
 
La séroconversion en cours de grossesse survient chez 1-4% des femmes 
séronégatives [241-244] et est très variable selon l’ethnie [244-247] et la prévalence 
du virus dans la population de femmes en âge de procréer [248]. 
En France, ce taux est estimé entre 0,3 et 1,4% [249-251]. 
 
L’infection congénitale survient lors de primo-infection maternelle (risque de 
transmission au fœtus 47.4% [252-255]), réactivation d’une infection latente ou 
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Dans les pays industrialisés où la séroprévalence maternelle est relativement faible, 
le taux de CMV congénital est de 0.6 à 0.7% des naissances vivantes (1/100-150 
nouveau-nés) [227, 259, 260]. Ces infections congénitales sont le plus souvent 
secondaires à une primo-infection. 
Aux USA, la prévalence de l’infection congénitale est de 0.5–1%, soit 40000 cas/an 
[227, 261]. Prés de 400 enfants meurent chaque année de cette infection et plus de 
8000 vont développer des séquelles comme un retard mental, une surdité, une cécité 
[242, 262]. 
En France, la prévalence est estimée entre 2 et 5/ 1000 naissances [263]. 
 
Dans la mesure où peu de femmes sont séronégatives dans les pays émergents, 
l’infection congénitale est souvent secondaire à une infection non-primaire [264]. Des 
taux d’infection congénitale de 1 à 5% ont été rapportés [265-268]. 
 
 
Figure 16 :Séroprévalence du CMV chez les femmes en âge de procréer (rectangle) et prévalence de 
l’infection congenitale à CMV (cercle). D’après Cannon 2010 [226] 
 
La transmission est d’autant plus importante que la grossesse est avancée (36% au 





Figure 17 : Risque de transmission materno-fœtale lors d’une primo-infection à CMV selon le terme. 15 
études représentées. En noir, la somme de toutes les femmes ayant présenté une séroconversion. 
D’après Manichklal 2013 [273] 
 
Les conséquences de l’infection congénitale sont importantes et ce, d’autant plus que 
l’infection survient précocement [269, 274-276].  
Même si seulement 11-12.7% des enfants sont symptomatiques à la naissance [227, 
277], environ 40-58% d’entre eux présenteront des séquelles au long court 
[277],comme une surdité (22-65% [278]), un retard mental (66% [259]), une infirmité 
motrice cérébrale, des troubles visuels (22 à 58% [279, 280]) et 4% décéderont [259]. 
 
10-15% des enfants sans signe clinique à la naissance développeront des séquelles 
neurologiques sur le long terme [259, 277]. Concernant les enfants asymptomatiques, 
le déficit auditif toucherait 13.5% [259, 281-283], le risque de séquelles visuelles 
semble négligeable [280], de même que le risque d’atteintes cognitives à cinq et sept 
ans lorsque le développement était normal à deux ans [277].  
 
Townsend et al, en 2013 ont étudié le devenir à long terme de deux cohortes 
(suédoise et anglaise) d’enfants infectés in utero par CMV. Ils ont montré que les 
séquelles les plus sévères étaient le fait d’enfants symptomatiques à la naissance, nés 
de mères qui avaient présentées une infection primaire ou secondaire et que ces 
séquelles étaient apparues dans la première année de vie. Les séquelles modérées à 











Figure 19 : Prévalence de l’infection congénitale à CMV et des séquelles dans une population de 





2. Diagnostic clinique 
a. Mère 
La plupart des infections à CMV chez la femme enceinte sont asymptomatiques. 
Seules 25% des femmes enceintes sont symptomatiques lors de la séroconversion. 
Ces manifestations sont aspécifiques et modérées comme un fébricule (60.2%), une 
asthénie (48.8%), des céphalées (26.5%), des myalgies, un syndrome pseudo-
grippal. Les fréquences observées sont les mêmes quelque soit le moment de la 
séroconversion [270, 271, 285]. 
Ces signes sont moindres en fréquence et intensité en cas d’infection secondaire 
[286]. 
 
Figure 20 : Prévalence des manifestations cliniques lors d’une primo-infection ou récurrence chez les 
femmes enceintes. D’après Nigro, 2003 [286] 
 
b. Fœtus 
Le fœtus s’infecte par voie transplacentaire, hématogène dans les trois semaines qui 
suivent l’infection maternelle [287]. Les conséquences de l’infection sont d’autant 
plus importantes qu’elle survient précocement au cours de la gestation [288]. 
 
CMV est responsable de mort fœtale in utero. En effet, Iwasenko et al ont montré 
que 15% des fœtus mort-nés étaient infectés à CMV [289]. Des résultats similaires 
avaient été décrits par Syridou et al en 2008 dans une population de fœtus décédés 
après quinze semaines de gestation [290]. 
 
Lorsque la grossesse se poursuit, le diagnostic de l’infection chez le fœtus est 
échographique. Toutefois, plus de 47% des fœtus infectés pourraient avoir des 
échographies normales [240, 291]. 
La physiopathologie de l’infection fœtale à CMV permet d’interpréter les lésions 
échographiques classiquement associées à l’infection à CMV. Le premier organe 
infecté est le placenta où le virus se réplique. Ce placenta peut apparaitre épaissi et 
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hétérogène avec des calcifications coexistant avec des zones hypoéchogènes [292]. 
Le CMVva ensuite infecter différents organes fœtaux. 
L’atteinte rénale est essentiellement fonctionnelle et se traduit par une diminution de 
la quantité de liquide amniotique (oligoamnios) [292]. 
Au niveau digestif, l’entérocolite se manifeste par un intestin hyperéchogène. Une 
hépatosplénomégalie avec éventuelle ascite est le témoin d’une hépatite 
cholestatique avec insuffisance hépatique [291]. 
Le retard de croissance intra-utérin (RCIU) est retrouvé dans 3.9% des cas [291, 
293]. 
Au niveau cérébral, Oderberg et al ont démontré dans des modèles expérimentaux 
que les précurseurs de cellules neurales sont susceptibles à l’infection à CMV. Le 
CMV induit des phénomènes d’apoptose, perturbe prolifération et différenciation 
cellulaires [294].  
L’atteinte cérébrale est la plus typique et doit faire évoquer une infection à CMV. Les 
signes observés dépendent du stade d’évolution de la grossesse. Le diagnostic 
d’anomalies cérébrales se fait classiquement sur l’échographie fœtale avec une 
valeur prédictive positive de 70.6%. L’IRM a une valeur prédictive positive de 66.7%. 
Par contre, lorsque l’échographie fœtale est couplée à l’IRM fœtale, la valeur 
prédictive positive pour le dépistage de lésions cérébrales est excellente (88.9%-
93.3%). L’IRM devrait donc être utilisée systématiquement pour confirmer ou infirmer 
des lésions échographiques notamment les anomalies de la gyration et de la fosse 
postérieure [295].  
Lorsque l’infection survient avant 18 semaines de gestation, on peut observer des 
cas de lissencéphalie avec un cortex fin, une hypoplasie cérébelleuse, une 
ventriculomégalie, mais également des calcifications périventriculaires et un retard 
de myélinisation [288, 291]. 
Entre 18-24 semaines de gestation, on peut observer des cas de micropolygyrie, des 
kystes périventriculaires et une hypoplasie cérébelleuse. La ventriculomégalie à ce 
stade est habituellement moins sévère, par contre la microcéphalie est une atteinte 
sévère prédictive d’un mauvais pronostic sur le long terme. 
Au 3° trimestre, le CMV induit des retards de myéli nisation, des hétérogénéités de la 






Environ 10% des nouveau-nés infectés in utero sont symptomatiques à la naissance. 
Leur infection est le plus souvent le fait d’une séroconversion mais pas 
exclusivement [300]. 
Ce statut d’enfant symptomatique à la naissance est corrélé à un moins bon 
pronostic ultérieur [227, 259]. En 1983, il était estimé, en dehors de tout traitement 
que 30% des enfants symptomatiques à la naissance décéderont dans les six mois 
d’une maladie disséminée [301]. En 1992, le chiffre de 12% était rapporté par 
Boppana et al [302]. Plus récemment, des taux de 0.5 à 5% étaient décrits dans la 
littérature [303, 304]. La divergence de valeurs tient probablement au nombre 
important de perdus de vue. 
Les signes cliniques observés peuvent être cutanés (blue berry muffin), 
hématologiques (pétéchies, pâleur), hépatiques (hépatomégalie, ictère, 
splénomégalie), neurologiques (microcéphalie, difficultés à téter, hypotonie, 
convulsions), sensoriels (surdité, choriorétinite, strabisme, atrophie optique) [279, 
302, 305-308]. 
La surdité est la principale séquelle de l’infection congénitale à CMV symptomatique 
(33% des infections symptomatiques) ou non (21% des infections asymptomatiques) 
à la naissance [283, 305]. L’infection congénitale à CMV, étant responsable de 21% 
de toutes les surdités à la naissance [284] et de 24% des surdités à l’âge de quatre 
ans [309] est la première cause non génétique de surdité [303, 310] (figure 18). 
 
Les signes biologiques sont la cholestase (81%), la cytolyse hépatique (83%), la 
thrombopénie (77%) [300, 302]. 
 
Les signes radiologiques sont ceux décrits chez le fœtus. En 1992, Boppana et al 
décrivaient que 80% des nouveau-nés symptomatiques à la naissance présentaient 
des anomalies au scanner cérébral [302]. 
La vascularite des vaisseaux thalamiques et noyaux gris centraux, formant la 
classique image en candélabre est retrouvée chez 0.4-5.8% des nouveau-nés qui 
bénéficient d’une échographie transfontanellaire, quelle qu’en soit l’indication. Elle 
n’est pas spécifique de l’infection à CMV mais, Amir et al ont montré dans une étude 
rétrospective, qu’elle était présente chez 54.3% des enfants atteints d’infection 
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congénitale à CMV [311]. Cette image était isolée dans 36% des cas, associée à 
d’autres anomalies cérébrales dans 42% des cas et dans 22% des cas, à des 
symptômes extra-cérébraux. Aucun des enfants qui n’avaient que cette atteinte 
lenticulo-striée n’a été traité et tous ont présenté une surdité au long court, alors que 




Figure 21 : anomalies cliniques et biologiques chez le nouveau né atteint d’infection congénitale à 
CMV. D’après Benoist et al, 2008.[285] 
 
d. Enfant  
Seuls 11-12.7% des nouveau-nés sont symptomatiques à la naissance. Parmi eux 
57.9% garderont des séquelles de cette infection congénitale dans l’enfance. 
87.3% des nouveau-nés infectés sont asymptomatiques à la naissance mais 7.5-
17.9% présenteront des signes cliniques en lien avec leur infection dans l’enfance 
[259]. 
La surdité est la principale conséquence sur le long terme de l’infection congénitale à 
CMV. Son incidence n’est pas significativement influencée par le fait que l’infection 
soit primaire (11%) ou secondaire (10%) [312]. Par contre, la sévérité sera plus 
importante dans la population d’enfants nés de mères ayant séroconverti pendant la 
grossesse [312]. 
Cette surdité est souvent d’apparition décalée relativement à la naissance (18 mois), 
donc non dépistée à la maternité. L’âge médian du diagnostic est de 27 mois [305]. 
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Elle peut être uni ou bilatérale et est surtout caractérisée par des fluctuations sur le 
long terme [282]. Dans l’étude de Fowler, en 1997, 50% des enfants 
asymptomatiques à la naissance mais ayant présenté une surdité, avaient une 
surdité progressive en dehors de tout traitement [282]. Dans une population 
d’enfants symptomatiques à la naissance, il est décrit une surdité bilatérale dans 
67% des cas et une atteinte progressive dans 54% des cas [302]. 
Ribera et al ont corrélé la survenue de surdité à une charge virale urinaire importante 
(>450000pfu/ml), une hypotrophie et la présence de pétéchies à la naissance [313]. 
 
Le taux de séquelles uniquement neurologiques (retard mental, psychomoteur, de 
langage, épilepsie) est difficile à apprécier car ces séquelles sont souvent associées 
à des troubles sensoriels. Il semblerait, toutefois qu’elles soient fréquentes et ce 
d’autant plus que l’enfant était symptomatique à la naissance (66%) [302, 314]. Le 
taux de séquelles neurologiques chez les enfants asymptomatiques à la naissance 
est de 6.5-7.4% [259]. La microcéphalie définie comme un périmètre crânien inférieur 
au 5°percentile à la naissance, des calcifications intra-cérébrales sont deux des 
marqueurs prédictifs de retard de développement [302, 315]. 
La survenue de séquelles neurologiques est relativement précoce puisque Ivarsson 
et al ont montré qu’un enfant asymptomatique à l’âge de douze mois avait peu de 
risque de séquelles neurologiques ultérieures [316]. 
 
Des séquelles ophtalmologiques (strabisme, microphtalmie, atrophie des nerfs 
optiques, choriorétinite) ont également été décrites [280, 317]. 
L’incidence est difficile à évaluer ; Elle serait de 10 à 52% selon les auteurs [279, 
280]. Au même titre que la surdité, ces atteintes sont plus fréquentes chez les 
enfants symptomatiques à la naissance mais peuvent apparaitre secondairement 
[318]. 
 
3. Diagnostic biologique 
« Compte tenu de certaines inconnues sur l’histoire naturelle de la maladie 
(fréquence des infections secondaires chez la mère et conséquences pour le fœtus 
et l’enfant, incidence des séquelles tardives), de l’absence de traitement préventif ou 
curatif chez la mère, et des risques (complications de l’amniocentèse, nombre accru 
de demandes d’interruption de grossesse, anxiété), le dépistage systématique du 
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CMV chez les femmes enceintes ou le dépistage ciblé sur une population à risque ne 
sont pas recommandés en 2004. L’information concernant les mesures d’hygiène 
universelles doit être donnée aux femmes enceintes » ANAES 2004 [319]. Cette 
politique a été adoptée par la plupart des pays occidentaux. 
 
a. Mère 
L’infection à CMV chez la mère est le plus souvent asymptomatique ou entraine des 
signes peu ou pas spécifiques. Le diagnostic se fera sur la biologie par la réalisation 
de sérologies en fonction de signes d’appel cliniques et/ou échographiques [319]. 
La primo-infection maternelle est définie par l’apparition d’IgG dans le sérum de 
femmes connues pour avoir des sérologies négatives antérieurement [227, 320] ou 
par la coexistence d’IgG et IgM [321]. 
Toutefois, Les IgM apparaissant dans les premiers jours d’une infection primaire ou 
secondaire et persistant pendant une durée variable selon les individus (>12 mois 
[322]), la mesure de l’index d’avidité peut aider à confirmer ou infirmer le diagnostic 
de séroconversion. Le test d’avidité correspond au degré de maturation des IgG 
spécifiques au fur et à mesure des commutations de classes ; il consiste à mesurer 
la force de liaison des IgG à leur antigène. Les IgG apparaissent dans les 18 à 20 
semaines suivant l’infection et sont d’autant moins affins que la séroconversion est 
récente [253]. Ainsi, un index d’avidité élevé reflète une infection primaire supérieure 
à trois mois, et un index faible est très en faveur d’une infection primaire récente 
(inférieure à trois mois) surtout s’il persiste des IgM [273, 323, 324]. La réalisation 
d’un test d’avidité dans les 16 premières semaines d’aménorrhée (SA) a une 
sensibilité de 92.8-100% [325], alors que s’il est réalisé au-delà de 18-20SA, sa 
sensibilité n’est que de 62.5% [324]. Ce test est d’autant plus important qu’il est 
corrélé au risque de transmission materno-fœtale (OR=0.14 p=0.001 CI95% [0.047-
0.165]; OR=0.23 p=0.01 CI95% [0.07-0.73]) [326]. 




Six à huit semaines après l’infection maternelle, les fœtus infectés excréteront du 
virus dans leurs urines. En cas de points d’appel cliniques, biologiques ou 
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échographiques, une PCR sur liquide amniotique peut être réalisée idéalement à 
partir de 20-21 SA afin d’assurer une bonne maturité du système urinaire fœtal et au 
moins sept semaines après l’infection maternelle [328]. La PCR sur liquide 
amniotique permet de quantifier la charge virale avec une sensibilité de 70-90%, une 
spécificité de 67-100% et une valeur prédictive positive proche de 100% [322, 329, 
330]. Ces écarts importants dans la sensibilité et spécificité tiennent aux différentes 
techniques utilisées [263, 273, 331]. 
 
c. Nouveau-né 
Le diagnostic d’infection fœtale par PCR sur le liquide amniotique a une excellente 
valeur prédictive positive mais il persiste un faible pourcentage de faux négatif en lien 
avec une infection fœtale tardive et/ou une sensibilité faible des tests biologiques 
utilisés. C’est pourquoi, le diagnostic d’infection congénitale doit être confirmé au 
plus tôt après la naissance. Un délai maximum de quinze jours après la naissance 
doit être respecté [332]. En effet, passé ce délai, il sera difficile de distinguer infection 
pré et post natale puisque de nombreux enfants sont infectés après la naissance 
notamment par le biais de l’allaitement maternel. Cette infection post natale n’a pas 
les mêmes conséquences que l’infection congénitale. Dans la très grande majorité 
des cas, l’enfant restera asymptomatique, aucun traitement ne sera mis en place et 
aucun suivi spécifique ne sera mis en place. 
La méthode de référence pour le diagnostic d’infection congénitale à CMV est la RT-
PCR sur les urines du nouveau-né de moins de deux semaines de vie [322, 333, 
334]. Sa sensibilité et spécificité sont proches de 100% [325, 335, 336]. 
Dans la mesure où le CMV est largement excrété dans la salive, la recherche de 
l’ADN viral dans la salive prélevée dans les premiers jours de vie a été proposée 
comme alternative au prélèvement d’urines [337]. En 2011, Boppana et al ont montré 
une sensibilité>97% et une spécificité de 99.9% pour des techniques de PCR sur 
salive sèche ou en milieu liquide relativement à la culture sur fibroblastes [338].Cette 
technique a, en outre, pour avantage sa simplicité de prélèvement et sa facilité de 
stockage en cas de prélèvement sur buvard [263, 306, 338]. 
 
La quantification de l’ADN CMV dans le sang à la naissance ne permet de détecter 
que 80 % des nouveau-nés infectés congénitalement car environ 20 % de ceux-ci ne 
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sont pas virémiques. Cependant, les nouveau-nés symptomatiques sont toujours 
virémiques, ainsi que ceux parmi les asymptomatiques qui vont probablement 
développer une surdité [263, 339, 340]. 
 
d. Enfant 
La recherche d’infection congénitale à CMV est effectuée en cas de signes 
anténataux (RCIU, malformations cérébrales, calcifications cérébrales….) et/ou en 
cas de signes cliniques et/ou biologiques à la naissance (pétéchies, cytolyse 
hépatiques…). 87.3% des enfants infectés in utero sont asymptomatiques à la 
naissance et parmi eux, 7.5-17.9% présenteront des séquelles neuro-sensorielles 
dans les 7-10 ans.  
Une recherche de CMV pourra être réalisée de manière rétrospective sur le buvard 
prélevé en période néonatale chez des enfants présentant des signes cliniques 
compatibles avec une infection congénitale à CMV (signes neurologiques ou surdité). 
Certains travaux ont montré une sensibilité et une spécificité élevées (96% et 99% 
respectivement) de la PCR sur le buvard prélevé en période néonatale relativement à 
la technique de référence [341]. Néanmoins, les résultats de ce dépistage sont 
tributaires des techniques utilisées (quantité de sang sur le prélèvement, extraction 
de l’ADN…), de la disponibilité des buvards (conservés entre 6 mois et 3 ans en 
France) et d’une proportion importante d’enfants non virémiques en période 
néonatale. L’utilisation de ce test de manière rétrospective semble donc actuellement 





Deux molécules sont actuellement disponibles en France dans le traitement de 
l’infection à CMV, il s’agit du ganciclovir qui est un analogue nucléosidique de la 
guanosine et de sa prodrogue, le valganciclovir qui doit être métabolisé dans le tube 
digestif et le foie en ganciclovir. Le ganciclovir est transformé dans la cellule infectée 
en ganciclovir triphosphate, forme active du produit. Il inhibe l'ADN polymérase et 
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s'incorpore à l'ADN, bloquant la synthèse de l'ADN viral ; ce blocage est levé dès que 
le médicament n’est plus en contact du virus.  
Les indications du ganciclovir sont restreintes au traitement des infections 
disséminées à cytomégalovirus au cours du SIDA, et plus particulièrement 
rétiniennes, digestives (colites, œsophagites), pulmonaires et encéphaliques. 
En transplantation, au traitement curatif des atteintes viscérales (pneumonies, colites 
et autres atteintes du tube digestif, rétinites) chez les greffés de moelle osseuse et 
les transplantés d'organes et au traitement préemptif après greffe d'organe à risque 
accru d'infection symptomatique à CMV en raison d'un traitement 
immunosuppresseur lourd, si le receveur est pré-immunisé vis-à-vis du CMV 
(présence d'anticorps anti-CMV dans le sérum avant la greffe), particulièrement en 
transplantation cardiaque. 
Le valganciclovir a ses indications restreintes au traitement d'attaque et traitement 
d'entretien de la rétinite à cytomégalovirus chez les patients atteints de syndrome 
d'immunodéficience acquise (SIDA) et au traitement prophylactique des infections à 
CMV chez les patients CMV-négatif ayant bénéficié d'une transplantation d'organe 
solide à partir d'un donneur CMV-positif. 
L’infection congénitale à CMV ne figure pas dans les indications actuelles d’un 
traitement par ganciclovir. Toutefois, il est utilisé dans le premier mois de vie en cas 
d’infection congénitale symptomatique [306, 310, 343].  
Kimberlin et al ont réalisé une étude prospective, randomisée versus placebo portant 
sur cent nouveau-nés avec atteinte cérébrale (microcéphalie, calcification 
intracérébrale, anomalies sur le LCR, choriorétinite et/ou surdité), il a été montré une 
efficacité sur le devenir auditif à 6 et 12 mois dans 84% des cas [343]. 
Nassetta et al, a mené une étude de pharmacocinétique, pharmacodynamique qui a 
permis d’établir une meilleure efficacité d’un traitement à 6mg/kg/12h versus 
5mg/kg/12h [305]. 
Un traitement par ganciclovir chez des enfants infectés cérébro-lésés a permis 
d’améliorer le devenir neurologique à 6 semaines, 6 et 12 mois relativement aux 
enfants non traités [344]. 
Coats et al ont montré que l’acuité visuelle était améliorée par le traitement [280]. 
Lackner et al en 2009 ont évalué l’effet du ganciclovir (10 mg/kg/j, 21 jours) dans une 
population de douze nouveau-nés asymptomatiques comparés à onze nouveau-nés 
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non traités. Deux enfants dans le groupe témoin ont présenté une surdité à 8 et 10 
ans, aucun dans le groupe traité [345]. 
Le principal écueil du traitement par ganciclovir est son mode d’administration 
puisqu’il est parentéral. Le valganciclovir est administré per os avec une 
biodisponibilité dix fois supérieure à celle du ganciclovir administré per os (53.6% vs. 
4.8%) [346-348].  
En terme d’efficacité, un traitement par valganciclovir en première intention [310, 
349] ou au décours du traitement par ganciclovir [350] permettrait d’améliorer le 
pronostic auditif sur le long terme.  
Actuellement, aucune recommandation n’abonde dans ce sens et une étude 
américaine est en cours afin d’évaluer l’intérêt d’un traitement par valganciclovir. 
Le principal effet secondaire du ganciclovir est la neutropénie qui survient dans 63% 
des cas [343, 351], il n’est présent que dans 38% des cas lors d’utilisation du 
valganciclovir [352]. Les autres effets indésirables (aplasie médullaire, cytolyse 
hépatique, hypokaliémie, insuffisance rénale) ne sont que transitoires. Bien que 
rapporté chez l’animal, des phénomènes de carcinogénèse n’ont jamais été décrit 
chez l’Homme [353, 354]. 
 
Le ganciclovir ne peut être utilisé en cours de grossesse en raison de l’effet 
mutagène observé chez l’animal. Par contre, le valaciclovir, ne semblant pas être 
mutagène, est en cours d’évaluation en cours de grossesse. 
Jacquemard et al, en 2007, dans une première étude ont évalué 44 femmes dont le 
fœtus était infecté à CMV (signes échographiques, biologiques et PCR positive sur le 
liquide amniotique). 20 de ces femmes ont reçu un traitement par valgaciclovir au 
deuxième trimestre de grossesse, les 24 autres femmes n’ont pas souhaité être 
traitées. Il a été montré que les concentrations thérapeutiques étaient atteintes, la 
charge virale diminuait de manière significative. 10/ 21 enfants de femmes traitées 
ont eu un développement jugé normal à un et cinq ans, deux enfants présentaient à 
deux ans une surdité sévère unilatérale. Six des sept enfants pour lesquels 
l’interruption de grossesse a été déclinée par la famille ont vu leurs lésions 
progresser au cours de la grossesse. 14/24 enfants du groupe témoin ont eu une 




Une deuxième étude nommée CYMEVAL (Treatment of CYtoMEgalovirus fetal 
infection by VALaciclovir : Phase II trial Benoist G. Ville Y), est en cours et vise à 
évaluer l’efficacité d’un traitement par valaciclovir en cours de grossesse lorsque le 
fœtus est infecté et est symptomatique. Il s’agit d’étudier la capacité du valaciclovir à 
réduire le nombre d’enfants symptomatiques à la naissance et/ou le nombre d’IMG. 
 
b. Vaccins 
L’infection congénitale à CMV est la première cause de surdité et de retard de 
développement d’origine non génétique. Il touche aux USA, 4000 enfants/an, 2 à 5 
enfants /1000 en France. Un vaccin anti-CMV permettant de réduire la maladie 
causée par l'infection congénitale à CMV est une des priorités des hautes instances 
de santé américaines pour le 21°siècle. 
Bien que le CMV soit une cible difficile pour les chercheurs et industriels impliqués 
dans la vaccination (Herpesvirus, latence, réinfection avec de nouvelles souches, 
malades le plus souvent asymptomatiques), il semblerait que compte tenu de la 
contagiosité relativement faible du CMV, un vaccin qui ne protègerait que 50-60% de 
la population pourrait conduire à l'interruption de la transmission endémique du virus 
par une immunité de groupe [356]. 
Plusieurs études de phase 2 ont été réalisées dans les trois dernières années et ont 
rapporté des résultats encourageants [206, 207, 357, 358]. 
 
Un vaccin vivant atténué à partir de la souche Towne, qui manque de plus d'une 
douzaine de gènes viraux, empêche la survenue d’une maladie sévère chez les 
transplantés rénaux, mais n’empêche pas l’ infection avec des souches sauvages 
[357]. 
Le vaccin Sanofi Pasteur gB avec adjuvant MF59 (Novartis) a été étudié dans deux 
essais de phase 2 randomisés contrôlés en double aveugle qui ont montré que le 
vaccin évite à environ 50% des femmes séronégatives de séroconvertir [206, 207]. 
Toutefois, cette réduction a été observée uniquement dans la première année 
suivant la vaccination. Bien que la stimulation de l’immunité cellulaire et humorale ait 
été observée en réponse à ce vaccin gB chez les femmes séropositives, la capacité 
du vaccin à éviter des infections non primaires chez des femmes séropositives n’est 
pas établie.  
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Un vaccin à ADN contenant gB et pp65 a également des résultats satisfaisants dans 
des études de phase 1 et 2 vs placebo chez les greffés de cellules souches [358]. 
Plus récemment, une combinaison de gB et TLR9 a produit une réponse cellulaire 
durable et une réponse humorale chez des souris transgéniques [359]. 
 
Figure 22 :Différents types de vaccins en cours d’évaluation. D’après Plotkin et al,2012 [360] 
 
 
La population cible de ces vaccins reste à définir. En France, environ 50% des 
femmes en âge de procréer sont séronégatives et environ 1% des femmes qu’elles 
soient séropositives ou séronégatives donneront naissance à un enfant infecté. 
Afin de réduire l’infection congénitale, une politique de sensibilisation des femmes en 
âge de procréer est nécessaire, d’autant plus de 75% n’ont jamais entendu parlé de 
CMV [361]. De là, une campagne de vaccination pourrait être débutée soit avant la 
première grossesse, soit au décours de l’accouchement (forte probabilité de 
grossesse ultérieure et risque accru d'exposition au CMV de part leur premier né, 
avec une possible transmission materno-fœtale au cours de grossesses ultérieures). 
Les adolescents sont une autre population cible du vaccin mais un vaccin ne visant 
que la population séronégative devrait être administré avant l’âge de 13 ans pour 
avoir le plus d’influence sur la maladie congénitale à CMV.  
61 
 
Enfin, les tout-petits représentent une autre population potentielle. En effet, les 
nourrissons, le plus souvent asymptomatiques excrètent de grandes quantités de 
virus dans leurs urines, salives, larmes... Ils sont une source importante d'infection 
primaire et de ré-infection chez les femmes enceintes. Des modélisations 
préliminaires montrent qu’un vaccin même de courte durée d’efficacité, administré à 
12-18 mois permettrait de réduire le taux d’infection congénitale à CMV [356, 362]. 
c. Immunisation passive 
L’immunisation passive pourrait être utilisée pour réduire l’effet pathogène du CMV 
dans certaines conditions. En effet, Fowler et al ont montré que les fœtus nés de 
mères qui ont réactivé une infection ancienne ou qui se sont réinfectées en cours de 
grossesse étaient moins atteints que les fœtus dont la mère avait une primo-infection 
[264]. 
Chez l’animal, Bratcher et al ont suggéré que l’administration d’anticorps au cochon 
d’Inde ne diminuait pas la transmission verticale mais réduisait la sévérité de la 
maladie à CMV chez les fœtus [363]. 
Chez l’Homme, une étude non randomisée, non contrôlée rapporte une diminution 
de la transmission materno-fœtale et une diminution de la maladie à CMV après 
administration d’immunoglobulines spécifiques à des femmes enceintes peu de 
temps après une séroconversion [210]. 
Visentin et al en 2012, ont montré qu’une administration précoce (avant 17 semaines 
de grossesse) d’immunoglobulines à des femmes enceintes ayant séroconverti 
pouvait significativement améliorer le pronostic à un an des enfants infectés [364] . 
Deux études prospectives, randomisées en double aveugle, contrôlées versus 
placebo sont en cours pour évaluer l’efficacité en terme de transmission verticale 
d’immunoglobulines spécifiques (cytotect®) chez des femmes présentant une primo-
infection en cours de grossesse (NCT00881517, NCT01376778). 
 
5. Pronostic 
Les conséquences d’une infection fœtale et congénitale à CMV sont difficiles à 
prédire. En effet, seuls 0.5-1% des fœtus seront infectés et parmi eux 12-20% 
présenteront des signes cliniques à la naissance et/ou au cours de l’enfance. 
Actuellement, un nombre important d’interruptions médicales de grossesses est 
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effectué sur la seule justification d’une infection fœtale (amniocentèse positive) [365]. 
On sait pourtant que la majeure partie des fœtus infectés a un pronostic favorable. 
Définir des marqueurs pronostics fœtaux et néonataux est donc un enjeu majeur 
pour la prise en charge des fœtus et des nouveau-nés.  
 
a. Cliniques 
L’infection symptomatique à la naissance est un facteur de mauvais pronostic 
ultérieur [260, 305, 366]. Le retard de croissance est associé à la survenue d’un 
déficit auditif [313]. Le signe le plus prédictif d’un pronostic neurologique défavorable 
est la microcéphalie avec une spécificité et une valeur prédictive positive pour le 
retard mental (QI<70) et/ou pour le déficit moteur sévère de 100% [307, 313, 315]. A 
contrario, son absence est un marqueur de développement normal. 
La présence d’une choriorétinite, d’une anomalie au niveau des potentiels évoqués 
auditifs [307] et de toute atteinte neurologique autre que la microcéphalie sont 
également de mauvais pronostic [282, 313, 367, 368]. 
 
b. Radiologiques  
 In utero 
Le principal facteur pronostique actuellement établi est la présence d’anomalies 
échographiques cérébrales [369]. Cependant, la valeur pronostique des différents 
signes cérébraux n’est pas établie. Dans l’étude de Farkas et al. 2011, les fœtus 
infectés mais avec échographies normales ont été évalués entre 11 et 81 mois par 
un Bailey ; le développement était globalement satisfaisant relativement à des 
enfants non infectés [370]. Mais la normalité de l’échographie n’est pas 
systématiquement garante d’un pronostic favorable. Dans l’étude de Lipitz et al., 
parmi les seize nouveau-nés chez qui une infection à CMV avait été diagnostiquée 
en anténatal et pour qui le suivi échographique était normal, trois ont présenté des 
anomalies neurologiques [369]. 
En ce qui concerne les anomalies échographiques extra-cérébrales, la valeur 
pronostique des différents signes est également méconnue. 
 Ex utero 
Des anomalies neuro-radiologiques dans les premiers mois de vie sont également de 
mauvais pronostic que ce soit en échographie (ETF), scanner ou IRM [307, 371]. 
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90% des enfants présentant des anomalies au scanner vs 29% des enfants sans 
anomalie au scanner présenteront au moins un type de séquelle [371]. 
Par contre, une imagerie cérébrale normale est prédictive d’un bon devenir 
neurologique [307, 313, 315, 371, 372]. 
 
c. Anamnestique  
Le rôle du terme auquel survient l’infection maternelle pourrait jouer sur le taux de 
transmission verticale. Celui-ci semble augmenter avec l’âge gestationnel (36% au 
premier trimestre, 44% durant le deuxième trimestre et 77,6% au dernier trimestre) 
[272, 373]. Cependant, les infections précoces sont associées à un risque accru de 
séquelles neuro-sensorielles [276, 329]. 
Le type d’infection joue également un rôle. Bien que le taux de transmission verticale 
varie sensiblement entre infections primaires et secondaires, il semble que le 
pronostic du fœtus infecté soit similaire quel que soit le type d’infection [374]. 
 
d. Biologiques  
La présence d’une thrombopénie sur l’analyse de sang de fœtus infectés est 
associée à un mauvais pronostic [291]. 
Ex utero, des pétéchies, une thrombopénie sont également de mauvais pronostic 
notamment en ce qui concerne la survenue d’une surdité [307, 313]. 
 
e. Virologiques  
 In utero 
Au cours d’une infection fœtale, le CMV est excrété dans les urines du fœtus et est 
donc retrouvé dans le liquide amniotique. La charge virale est donc d’autant plus 
importante que l’infection est ancienne relativement à la ponction de liquide 
amniotique [251]. A ce jour, aucune étude n’a permis de conclure à une corrélation 
entre la charge virale dans le liquide amniotique et le pronostic ultérieur [374-376]. 
 
 Ex utero 
Boppana et al en 2005 et Lanari et al en 2006 ont montré que la charge virale dans 
le sang prélevé en période néonatale chez des nouveau-nés infectés in utero était 
significativement plus élevée lorsque ces enfants étaient symptomatiques et/ou ont 
développé des séquelles ultérieures, avec 70% de séquelles lorsque la charge virale 
était >10000copies /100000 cellules mononucléées [377] et 10 000copies/ml [378]. 
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Par ailleurs, il avait été montré la bonne valeur prédictive négative (95%) d’une faible 
charge virale (<1000copies/100000 cellules mononucléées) en période néonatale 
relativement à la survenue de séquelles ultérieures [378]. 
En 2009, l’équipe de Ross avait montré que le « cut off » entre évolution favorable et 
défavorable était probablement inférieur (<3500copies /ml) [379].  
Par ailleurs, la charge virale dans les urines semble également être corrélée au 














Le placenta humain est un organe discoïde composé de deux faces : la face 
maternelle basale au contact de l’endomètre et la face fœtale chorionique sur 
laquelle s’implante le cordon ombilical. (Figure23)  





Figure 23 : Représentation graphique du placenta in utero et des deux faces placentaires (fœtale et 
maternelle) d’après http://www. 
 
Le chorion est constitué de 15-30 cotylédons, chacun étant formé de villosités 
chorioniques qui représentent la surface d’échanges entre la mère et le fœtus. La 
surface totale d’échanges est évaluée à 10-14m² à terme. A titre d’exemple, la peau 























Les villosités chorioniques sont formées d’un centre stroma comprenant des 
vaisseaux sanguins fœtaux, des macrophages ou cellules de Hofbauer et des 
fibroblastes. Le stroma est entouré d’une membrane basale recouverte de cellules 
progénitrices de cytotrophoblaste villeux. Les syncytiotrophoblastes sont des amas 
multinucléés reposant sur les cytotrophoblastes dont ils dérivent. Ils recouvrent la 
surface des villosités flottantes (floating villi) ce qui leur permet d’être une zone 
d’échanges avec le sang maternel au sein des espaces intervilleux. Dans ces 
espaces ou chambres intervilleuses circule le sang maternel apporté par les artères 
spiralées et récupéré après percolation, par les veines utérines [383]. Ce contact 
direct des villosités choriales avec le sang maternel fait du placenta de la plupart des 
rongeurs et des primates dont l’Homme, un placenta hémo-monochorial [384]. 
Les échanges se font tout particulièrement au niveau de la membrane placentaire qui 
est constituée d’une fine couche unicellulaire de cyto-syncytiotrophoblastes située à 
proximité immédiate de l’endothélium de capillaires fœtaux et du mésenchyme qui 
l’entoure. Cette membrane est d’autant plus fine que le placenta est mature puisque 
à partir de vingt semaines d’aménorrhée, les cytotrophoblastes sont progressivement 
remplacés par des syncytiotrophoblastes. Au niveau de certaines villosités, 






Figure 25 : Schéma représentatif de la circulation foeto-placentaire (A) dans lequel les traits achurés 
représente une section à partir de laquelle est réalisé un schéma de villosité chorionique à 10 




Au niveau de la membrane placentaire, les syncytiotrophoblastes, en contact direct 
avec le sang maternel, sont différenciés vers des fonctions sécrétrices, endocrines, 
d’échanges et d’hémostase. Ils présentent à leur surface un tapis de microvillosités 
qui favorise les échanges entre le sang maternel et le sang fœtal par différents 
mécanismes comme une simple diffusion, un transfert facilité (grâce à une molécule 
porteuse), un transfert actif (nécessitant une dépense d’énergie) et une endocytose 
(relayée par des récepteurs) [386, 387]. 
 
Chaque villosité comprend une partie flottante (flotting villi) dans la chambre 
intervilleuse et une partie attachée à la face maternelle, appelée villosité d’ancrage 
(anchoring villi). Ces dernières sont constituées de colonnes de cellules 
cytotrophoblastiques extravilleuses qui s’infiltrent au niveau des artérioles déciduales 
où elles remplacent les cellules endothéliales maternelles pour détourner le sang 
maternel (figure 26). 
 
Figure 26 : Représentation schématique de la structure placentaire. CTV (cytotrophoblaste 
villeux) SCTV (syncytiotrophoblaste villeux) CTEV (cytotrophoblaste extravilleux) CPG (cellule 
placentaire géante) ASM (artère spiralée maternelle). D’après Alsat et al, 1997 [388]. 
Le sang oxygéné arrive via les artères spiralées au niveau de la chambre 
intervilleuse, puis passe par les veines chorioniques et la veine ombilicale afin de 
perfuser le fœtus. Le sang déoxygéné fœtal arrive par deux artères ombilicales au 










Le placenta est une structure issue du trophectoderme, la couche externe de la 
morula formée quatre à six jours après la conception. Son développement est 
intriqué à celui de la vasculogénèse et de l’angiogénèse.  
a. Génèse de la villosité choriale 
En début de grossesse, le trophectoderme au contact de l’endomètre, se différencie 
en trophoblastes. Ceux-ci permettent l’ancrage puis l’enfouissement complet du 
blastocyste dans la muqueuse utérine réalisant l’implantation [390, 391]. La masse 
syncytiale implantée prolifère et est parsemée de lacunes qui deviendront les 
chambres intervilleuses. Les cytotrophoblastes, en proliférant, s’infiltrent vers les 
13ème-14ème jour post conception (pc), dans le syncytium en créant des colonnes qui 
séparent les différentes lacunes (villosités primaires). Ces infiltrats, qui constituent 
l’ébauche des villosités choriales, seront, vers la troisième semaine pc (5 SA), 
envahis par du mésenchyme d’origine embryonnaire (villosités secondaires) [392, 
393]. Ce mésenchyme est le siège d’une vasculogénèse à partir des angioblastes 
fœtaux puis d’une angiogénèse (villosités tertiaires) [394]. Ces villosités tertiaires 
vont se ramifier du 20ème jour pc au terme pour aboutir à l’apparition de villosités 
terminales qui sont la véritable unité fonctionnelle de la villosité chorionique [382]. La 
formation de ces villosités terminales n’est pas le fait d’une prolifération 
trophoblastique ou mésenchymateuse ; elle résulte d’un allongement des capillaires 
plus rapide que celui des villosités intermédiaires. De ce fait, les capillaires 
s’enroulent, repoussent la surface des villosités recouvrantes pour former de 
nouvelles villosités riches en capillaires (35% environ du volume de la surface [382]) 
avec des cellules endothéliales au contact direct des trophoblastes [385, 388, 395]. 
 
Progressivement, les cytotrophoblastes composant les colonnes s’ancrent dans 
l’endomètre en formant des villosités d’ancrage. Certains cytotrophoblastes 
(phénotype épithélial) des villosités d’ancrage se différencient en cytotrophoblastes 
extravilleux (phénotype mésenchymateux) qui pénètrent l’endomètre. Ces cellules 
mésenchymateuses sécrètent des collagénases de type 4, des métalloprotéinases, 
glucuronidases, aminopeptidases, cathepsine B, urokinases type plasminogen 
activator (uPA), uPA-receptor et laminine qui dégradent la matrice extracellulaire 
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[396, 397]. Les cytotrophoblastes extra-villeux se différencient ensuite au sein de 
l’endomètre en cellules géantes ou en cellules endothéliales. 
Les cellules géantes sont un stade de différenciation ultime des cytotrophoblastes et 
pourraient être induites par la décidua afin de limiter l’expansion des trophoblastes 
au sein de l’endomètre [384].  
Les cellules trophoblastiques différenciées en cellules endothéliales intègrent les 
parois des artères utérines à partir de la huitième semaine de grossesse et assurent 
l’irrigation des espaces intervilleux [387]. 
 
Toutes ces étapes sont régulées par l’expression et la régulation de nombreux gènes 
des cellules placentaires. Les syncytiotrophoblastes sont particulièrement impliqués 
dans ce processus de part leurs capacités endocrines. Ils sécrètent des hormones 
stéroïdes (progestérone, œstrogènes), des hormones polypeptidiques (hCG, human 
chorionic gonadotropin ; hPL, human placental lactogen; PGh, hormone de 
croissance placentaire...), des facteurs de croissance, des cytokines et des 




Figure 27 :Schéma simplifié des principaux stades du développement placentaire humain.  
A et B : stade prélacunaire ;  
C : stade lacunaire ;  
D : stade de transition entre les stades lacunaire et villeux primaire ;  
E : stade villeux secondaire ; 
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F : stade villeux tertiaire. 
E : épithélium endométrial ; EB : embryoblaste ; CT : cytotrophoblaste ; ST : syncytiotrophoblaste ; M : 
mesoderme ; CP : plaque choriale ; L : lacune ; VP : villosités primaires ; VE : vaisseau endométrial ; 
D : decidua ; m : mésenchyme ; CTV : CT villeux ; CEV : CT extra villeux ; EIV : espace intervilleux ; 
CD : cellule déciduale ; CG : cellule géante ; AS : artère spiralée. D’après Alsat et al, 1999[387] 
 
 
Figure 28 : Voies de différenciation et fonctions du trophoblaste. D’après Gude et al, 2004 [385]. 
 
b. Vasculogénèse/ angiogénèse 
La formation des vaisseaux requiert deux étapes que sont la vasculogénèse et 
l’angiogénèse [401]. La vasculogénèse correspond à la formation de nouveaux 
vaisseaux à partir de progéniteurs cellulaires alors que l’angiogénèse consiste en la 
création de nouveaux vaisseaux à partir de vaisseaux pré-existants [402]. Pendant la 
vasculogénèse, des cellules mésenchymateuses, se différencient en 
hémangioblastes qui donnent naissance aux angioblastes. Ceux-ci se différencieront 
en cellules endothéliales, caractérisées par les marqueurs de surface CD34, CD36, 
CD133, VEGFR-2[403] et formeront un nouveau réseau vasculaire [401, 402, 404, 
405]. 
Au début de la grossesse, le mésenchyme est au sein des villosités choriales et est 
recouvert des trophoblastes [401, 406]. La vasculogénèse apparait vers le 21éme jour 
post conception (5-6SA). C’est à ce moment que les cellules mésenchymateuses se 
différencient en précurseurs hémangiogéniques qui migrent vers la périphérie et se 
regroupent en cordon d’hémangioblastes [401, 406]. Vers le 28éme jour, une lumière 
est individualisée dans ce cordon et vers le 32éme jour, des érythrocytes peuvent être 
observés dans cette lumière [406]. Cette vasculogénèse est régulée par de 
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nombreux facteurs de croissance sécrétés par les trophoblastes comme ceux de la 
famille des VEGF, notamment le VEGF-A [405, 407-410]. 
L’angiogénèse débute vers le 32ème jour pc dans la villosité ;elle se déroule en deux 
étapes [406]. La première phase (du 32ème jour à la 24ème SA) consiste en la mise en 
place d’un réseau capillaire par ramification (« branching-angiogenesis ») [402, 411]. 
Les tubes endothéliaux formés lors de la vasculogénèse sont transformés en un 
réseau pré-vasculaire. Ceci implique une augmentation de la perméabilité vasculaire, 
une dégradation de la membrane basale, une augmentation de la prolifération et 
migration des cellules endothéliales, la formation de tubes de cellules endothéliales, 
le recrutement de péricytes afin de stabiliser les capillaire nouvellement créés [402]. 
La seconde étape de l’angiogénèse est appelée « non-branching angiogenesis » et a 
lieu entre la 24èmeSA et le terme [402]. Pendant cette phase, la prolifération des 
trophoblastes diminue, celle des cellules endothéliales augmente, ce qui aboutit à la 
formation de très nombreuses villosités terminales [393, 412]. 
 
Figure 29 : Différentes étapes de l’angiogénèse. D’après Arroyo et al, 2008 [413]. 
 
 
3. Modèles d’étude du placenta 
 
a. Modèles animaux 
Les modèles animaux permettent classiquement d’étudier la physiopathologie des 
infections et permettent de tester de nouvelles thérapeutiques pour limiter l’infection. 
L’utilisation de modèles animaux dans le cas de l’infection materno-fœtale à CMV est 
limitée par la spécificité d’espèce du virus [414] et par celle du placenta, organe 
essentiel à la transmission materno-fœtale [415, 416]. Parmi les modèles animaux, la 
transmission transplacentaire du cytomégalovirus a été décrite chez le macaque 





 Le modèle du singe  
 
 Le placenta 
Le seul placenta qui peut être rapproché du placenta humain est le placenta des 
grands singes [421]. 
 Les cytomégalovirus 
Les cytomégalovirus ont été isolés et caractérisés chez de nombreux primates 
comme les chimpanzés, babouins, macaques rhésus et autres singes [422]. Bien 
que les virus provenant de ces primates non humains partagent des similitudes dans 
leur structure génomique avec le CMV et miment étroitement les infections à CMV 
chez l’Humain, en particulier les infections congénitales [423], il est peu probable que 
ces animaux soient utilisés comme modèles en raison des coûts élevés, et de leur 
manque de disponibilité [424]. En effet, prés de 100% des femelles sont 
séropositives à l’âge adulte [425] et l’infection congénitale à RhCMV est 
exceptionnelle. Elle conduit à des fausses couches le plus souvent. Le taux de 
transmission materno-fœtale est très faible (<1%) [423]. Par conséquent, le système 
macaque est un modèle d’étude de l’infection intra-utérine mais pas de la 
transmission materno-fœtale de l’infection à CMV [423]. 
 
 Le modèle des rongeurs 
Les rongeurs sont intéressants compte tenu de leur petite taille, faible coût, durée de 
vie brève et haut niveau de reproduction. De plus, leurs CMV (RCMV, MCMV et 
GPCMV) sont génétiquement proches du CMV. Néanmoins, la structure de leur 
placenta diffère de celle du placenta humain, à l’exception du placenta du cochon 
d’Inde [426].  
i. Cochon d’inde 
 
 Le placenta 
Le cochon d’Inde possède un placenta hémo-monochorial comme l’Homme [427]. La 
barrière fœto-maternelle n’est constituée que de l’endothélium fœtal, une membrane 





Figure 30 : Schéma du placenta de cochon d’Inde.  
A : Invasion du trophoblaste. Bleu : trophoblaste. Rouge : tissus maternels. Vert : paroi du sac vitellin. 
Vert hachuré : mésenchyme fœtal dans l’excavation centrale. 
B : Schéma de la barrière fœto-maternelle du placenta de cochon d’Inde. Sang fœtal et maternel 
(rouge) sont séparés par l’endothélium capillaire fœtal, la membrane basale et le syncytiotrophoblaste. 
Seuls de rares cellules fœtales s’interposent, le plus souvent ce sont des macrophages. D’après 
http://placentation.ucsd.edu/guinea.htm 
 
 Les cytomégalovirus 
Le cochon d’Inde est le seul modèle de petit animal chez qui le gpCMV est capable 
de traverser le placenta pour infecter le fœtus. L’infection primaire provoque une 
infection placentaire [287, 419, 428] puis fœtale dans 25-60% des cas [287, 429]. Le 
virus est retrouvé au niveau du foie, reins, cerveau, rate, glandes salivaires pendant 
toute la période néonatale mais, le plus souvent les nouveau-nés décèdent dans les 
jours qui suivent la naissance [430]. 
Bravo et al, en 2006 ont utilisé ce modèle pour tester l’efficacité d’un traitement par 
Cidofovir® chez les gestantes infectées. Ils ont pu montrer que les mères avaient 
une charge virale moindre, que la gestation se poursuivait et que la survie du fœtus 
était meilleure. L’effet sur le taux d’infection fœtale reste débattu [431]. Le traitement 
par immunoglobulines a également été testé chez le cochon d’Inde [363] avant d’être 
utilisé chez la femme par Nigro et al [210]. Enfin, le modèle cochon d’Inde a pu être 
utilisé dans l’étude de la surdité puisque les fœtus infectés présentent une perte 
auditive [424, 432]. 
Bien que le modèle cochon d’Inde soit bien caractérisé dans le cadre de l’infection 
transplacentaire, il reste peu utilisé en raison de son coût, relativement à celui généré 






ii. Souris/Rat  
 
 Le placenta 
Le trophoblaste murin dérive du trophectoderme. Il comprend le labyrinthe, composé 
de syncytiotrophoblastes, trophoblastes villeux, vaisseaux et mésenchyme. Ce 
labyrinthe repose sur une couche de spongiotrophoblastes et une couche extérieure 
de cellules trophoblastiques géantes. Le sang maternel traverse les 
spongiotrophoblastes par une artère spiralée centrale qui est remodelée par les 
cellules du trophoblaste. Le sang maternel entre par des espaces tortueux dans le 
labyrinthe où baignent les villosités fœtales : le placenta est donc hémo-chorial mais 
avec trois couches. Les trophoblastes de cellules géantes, les spongiotrophoblastes 




Figure 31 :Schéma desplacentas humain et murin. a : représentation globale. b: Section de placenta 
humain. c : Section de placenta murin. D’après Krishnan et al, 2012 [433] 
 
 Les cytomégalovirus 
Le modèle murin n’est pas pertinent pour l’étude de la transmission materno-foetale 
du CMV. En effet, le mCMV ne traverse pas la barrière placentaire [431, 436]. Par 
contre, il semblerait que le rCMV soit capable de traverser le placenta avant 
d’infecter les fœtus [426]. 
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Depuis peu, des modèles de xénogreffe infectée puis implantée chez des souris 
immunodéficientes se sont développés [424, 437, 438]. Ces modèles ont notamment 
permis de tester de nouvelles thérapeutiques anti-CMV [424, 439-441]. 
Tabata et al, en 2012 ont utilisé un tel modèle pour étudier la placentation au cours 
de l’infection à CMV. Des cytotrophoblastes humains avaient été implantés sous la 
capsule rénale de souris immunodéficientes. Il a été observé une invasion 
capsulaire, un remodelage des artères in situ chez les souris témoins. Par contre, 
l’infection à CMV réduisait l’invasion et le remodelage des artères capsulaires avec 
des cellules endothéliales incapables de former des vaisseaux [442]. 
 
 
   
 
Figure 32: Les structures placentaires sont diverses et ne suivent pas nécessairement l’évolution, ce 
qui complique le choix demodèles appropriés. (a) Le placenta humain hémomono-chorial est une 
structure villositaire baignée dans le sang maternel et ancrée profondément dans la caduque utérine 
par letrophoblaste extravilleux. (b) L'interface utérus-trophoblaste humain est composée de 
fibroblastes de la décidua et de leucocytes maternels juxtaposés au trophoblaste extravilleux (EVT) 
fœtal. Certaines cellulesde ce trophoblaste extra-villeux migrent dans le myomètre, tandis que 
d'autres remodèlent les artères spiralées maternelles, beaucoup restentreliées à une colonne de 
trophoblastes qui s'étend dans la villosité fœtale et s'arrête à une membrane basale qui sépare le 
trophoblaste des capillaires du fœtus. (c) Section transversale de villosités. Le sang maternel est 
séparé des vaisseaux fœtaux uniquement par le syncytiotrophoblaste (SYN), dont la surface apicale 
est couverte par microvillosités denses, ramifiées. Sous le syncytiotrophoblaste, une couche 
mononucléaire de trophoblaste subsyncytial(MNT) qui est continue en début de grossesse, mais semi- 
Homme Souris  Mouton  
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discontinue dans les trimestres suivants. Les deux structures sont sous-tendues par une membrane 
basale.  
(d) Le placenta hemotri-chorial de souris. Les vaisseaux maternels et fœtaux sont en contact étroit 
avec le labyrinthe ancré dans la caduque. (e) Spongiotrophoblast (SPT) et trophoblaste de cellules 
géantes (TGC) (analogues au EVT) : La caduque est essentiellementcomposée de leucocytes et de 
fibroblastes, ainsi que des artères maternels modifiées par des cellules géantes trophoblastiques. (f) 
Section du labyrinthe. Du sang maternel, une couche semi- discontinue de trophoblaste 
mononucléairerecouvre deux couches de syncytiotrophoblaste dans lequel les cellules ne sont pas 
contigües. Au-dessousse trouve l’endothélium fœtal (FE). 
(g) Le placenta de mouton est principalement épithélio-chorial et composé deplusieurs placentomes à 
travers l'utérus. (h) Chaque placentome comprend un bourgeon utérin riche en glandes de 
l'endomètre et encapsulant partiellementun cotylédon fœtal peu invasif. (i) Une grande partie de la 
surface des cotylédons est en contact avec l’épithélium maternel (MEPI) qui n'est pas totalement 
continu. Le sang maternel est séparé du sang du fœtus par l'endothélium maternel (ME),des 
fibroblastes de l'endomètre, l'épithélium de la mère, le syncytiotrophoblaste du fœtus, des fibroblastes 
du chorion et l'endothélium fœtal .En jaune, les leucocytes maternels. D’après Robbinset al, 2012[443] 
 
b. Modèles in vitro 
 
 Lignée cellulaire  
Il existe de nombreux modèles de culture cellulaire permettant l’étude du placenta 
humain. Bischof et al ont mis en place une culture de cytotrophoblastes humains à 
partir de placenta du premier trimestre de grossesse [444]. Ce modèle a notamment 
été utilisé par Kovàcs et al en 2006 pour étudier les cytokines sécrétées par les 
syncytiotrophoblastes au cours d’une infection à CMV [445]. L’équipe de Sinzger, en 
1993 a montré, dans un modèle de culture monocellulaire, que les trophoblastes 
pouvaient être infectés par le CMV [446]. En 1998, Halwachs et al. montra que les 
trophoblastes étaient permissifs au CMV [447]. Toutefois, les monocultures de 
cellules placentaires primaires ne permettent pas les interactions avec les différents 
types de cellules présents dans un système tissulaire. 
Les lignées de cellules placentaires, dérivées de choriocarcinome par exemple (JEG-
3, JAR) ou de trophoblastes transformés (HIPEC) ont un profil d'expression génique 
déficient relativement à leur analogue primaire en raison de la transformation 
cellulaire [448]. 
 
Des modèles de coculture ont également été créés. Ces modèles ont été utilisés par 
exemple par Maidji et al en 2002. Dans ce modèle, des cellules endothéliales de la 
microvascularisation utérine (UtMVEC)/des cellules trophoblastiques/des 
neutrophiles étaient mis en contact afin d’étudier la transmission virale [449]. 
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Cohen et al ont mis en culture simultanément des cellules déciduales et 
trophoblastiques afin de comparer la prolifération et l’invasion des deux types 
cellulaires, deux étapes essentielles à l’implantation fœtale et placentation [450]. Ces 
cultures sont particulièrement intéressantes pour étudier l’angiogénèse placentaire. 
Ces modèles de coculture ont permis d’appréhender, entre autres, la vasculogénèse. 
Cependant, l’absence de nombreux autres types cellulaires, présents dans les tissus, 
limite la portée de ces études [420, 451]. 
L’utilisation de systèmes complexes, comme l’histoculture d’explants placentaires 
semble nécessaire pour évaluer les interactions entre les différents types cellulaires. 
Les explants placentaires d’histocultures fournissent un modèle de culture primaire 
complexe qui reflète l'environnement placentaire. Ils fournissent un outil de recherche 
unique et robuste.  
 Explants  
En 2005, l’équipe de E Menu a mis en place un modèle d’histoculture de micro-
explants placentaires pour évaluer, sur une période de 21 jours, le profil de cytokines 
et chémokines sécrétées par le placenta. Les micro-explants reposaient sur une 
éponge de collagène qui constituait une interface air/liquide. Les micro-explants 
étaient prélevés à différents temps pour étude morphologique et pour vérifier leur 
vitalité (mort cellulaire, sécrétion de β-HCG). Les surnageants étaient également 
prélevés pour être analysés en ELISA [452]. 
Nous avons adapté ce modèle pour étudier les conséquences de l’infection 
placentaire à CMV [453]. Il a ensuite été repris par d’autres équipes afin d’étudier la 
sécrétion de cytokines (MCP-1, TNF-α) [129]. 
 
4. Le placenta infecté parCMV 
a. Description histologique 
 Généralités  
L’infection placentaire est un prérequis à l’infection fœtale [454]. Selon des études 
réalisées chez le cochon d’Inde, elle survient dans les quinze jours qui suivent la 
primo-infection maternelle [419, 455-457]. Le placenta est infecté avec présence d’un 
effet cytopathogène (inclusions intra-nucléaires contenant des nucléocapsides 
virales [287]). L’infection fœtale survient deux à trois semaines après l’infection 
placentaire [456].  
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Les modalités d’infection placentaire sont mal connues. Maidji et al ont évoqué en 
2006, une transmission par transcytose des virions complexés aux anticorps IgG 
maternels au travers des syncytiotrophoblastes grâce aux récepteurs Fc 
placentaires. Le complexe serait ensuite phagocyté par des macrophages présents 
dans le stroma villositaire (Figure 33) [133]. 
La transmission hématogène du CMV au fœtus pourrait être expliquée par trois 
mécanismes différents [458] :  
- Le transfert du virus aux granulocytes qui diffusent le virus à distance 
[459, 460] 
- Le transfert du virus aux monocytes qui une fois dans les tissus se 
transforment en macrophages permissifs [75] 
- Le détachement des cellules endothéliales infectées et leur transport 




Figure 33 : Schéma de la transmission du CMV dans les villosités chorioniques flottantes. Voie 1 : 
Dans le syncytiotrophoblaste non infecté, les IgG du sang maternel sont absorbés par pinocytose en 
se fixant sur les récepteurs FcRn. Les endosomes sont alors recyclés ou traversent le syncytium vers 
la membrane basale par transcytose. Voie 2 : Suppression de l’infection lorsque le complexe est 
fortement neutralisant à faible pH dans les vésicules d’endocytose. Les complexes IgG-gB sont 
stockés dans des cavéosomes à pH neutre (Cav). Les complexes virions-IgG sont alors amenés par 
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transcytose au travers du syncytiotrophoblaste et capturés par les macrophages villeux (M) après 
avoir été internalisés dans le cytotrophoblaste. Voie 3 : Infection focale du cytotrophoblaste par les 
complexes IgG-virions avec une faible activité neutralisante. L’infection peut alors se propager vers les 
fibroblastes stromales, les vaisseaux sanguins, les leucocytes et l’intérieur des villosités. En rouge 
sont représentés les noyaux des cellules infectées (Maidji et al. 2006) [133]. 
 
Une fois dans le placenta, le CMV infecte différents types cellulaires qui lui sont 
permissifs comme les cytotrophoblastes, les syncytiotrophoblastes, les macrophages 
spécifiques du placenta appelés cellules de Hofbauer, les fibroblastes et les cellules 
endothéliales fœtales…[10, 215, 446, 456, 463, 464]. Ces cellules vont être le siège 
d’une réplication virale avec, sur le plan histologique, apparition d’inclusion virale 
nucléaire leur donnant l’aspect typiquement décrit « d’œil de chouette ». 
 
Figure 34 : Organisation de l’interface fœto-maternelle au milieu de grossesse. Zone I : le 
syncytiotrophoblaste recouvre la surface des villosités flottantes contrôlant les échanges gazeux 
et nutritionnels ainsi que l’apport d’IgG du sang maternel vers la circulation sanguine fœtale. Zone 
II : Les villosités d’ancrages connectent le fœtus à la mère. Elles sont formées par l’agrégation en 
colonnes non polarisées de cellules cytotrophoblastiques. Ces agrégats s’attachent et pénètrent la 
paroi utérine. A l’extrémité de ces colonnes se trouvent les cellules cytotrophoblastiques 
extravilleuses invasives pénétrant la décidua. Zone III : Les artères spiralées maternelles sont 
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ouvertes et élargies par l’invasion du cytotrophoblaste pour augmenter le flux sanguin vers le 
placenta. De 1 à 4: les différents sites possibles d’infections par le CMV [465]. 
 
Cette infection est segmentaire, c'est-à-dire qu’elle ne concerne pas l’ensemble du 
tissu placentaire, seules quelques villosités sont atteintes. Elle est focale, c’est à dire 
que seuls quelques foyers d’infection sont individualisés au sein des villosités 
atteintes. Cette infection placentaire segmentaire et focale peut rendre le diagnostic 
difficile [10, 464]. Par contre, les remaniements placentaires indirectement générés 
par le CMV sont beaucoup plus diffus et importants. Il a été décrit la présence de 
phénomènes hypoxiques comme des macrophages avec inclusion d’hémosidérine 
témoins d’infarctus et d’hémolyse, d’amas de syncytiotrophoblastes (Tenny-Parker). 
Des phénomènes dégénératifs ont également été rapportés comme des plages 
d’œdème, de nécrose et de fibrose qui compriment les capillaires fœtaux et les 
repoussent en périphérie. Ces capillaires sont le siège de thrombose et peuvent 
dégénérer. Dans certains cas, notamment lorsque l’infection est sévère avec 
retentissement fœtal, il est décrit des lésions de villite [9, 10, 215, 287]. 
 
 La villite 
La villite est une inflammation d’une ou plusieurs villosités chorioniques ; Elle peut 
être aigüe lors de certaines infections (listeria monocytogenes, entérobactérie) ou 
chronique. La villite chronique est un infiltrat de lymphocytes et macrophages [466]. 
Elle est retrouvée chez 1 à 34% des placentas selon les techniques d’histologie 
utilisées [467-469] et selon la population étudiée (18.06% pour les fœtus avec RCIU 
vs 0.83% chez les fœtus eutrophes) [470-472]. 
Dans plus de 95% des cas de villite, aucune étiologie n’est retrouvée, elle est 
dénommée « Villite of Unknown Etiology » [473]. Il s’agit alors d’atteinte focale qui 
touche essentiellement la partie distale de la villosité [474]. Dans 1-5% des villites 
chroniques, une infection virale (CMV, Rubéole, HSV, Varicelle, entérovirus…) est 
détectée [10]. Il s’agit alors d’atteinte diffuse, sauf dans le cas de l’infection à CMV où 




Figure 35 : Villites infectieuses et idiopathiques (VUE). D’après Redline, 2007[476] 
 
 
Dans certains cas de villite, les infiltrats inflammatoires peuvent déborder le cadre de 
la villosité et s’étendre aux vaisseaux fœtaux présents dans le stroma. Dans cette 
situation, une vasculopathie fœtale peut se développer et conduire à des lésions des 
parois vasculaires, une occlusion, et potentiellement la libération de cytokines 
inflammatoires dans la circulation fœtale [477]. Ces formes sévères de villite avec 
atteinte vasculaire sembleraient être plus fréquentes lorsque le fœtus présente des 
lésions cérébrales [478]. 
 
Le CMV est une des principales causes virales de villite [479]. Selon les études, le 
CMV serait retrouvé dans 9 à 75% des villites [472, 480]. Cette disparité de résultats 
est liée au caractère segmentaire et focal de l’infection, à la population étudiée 
(incidence d’infection congénitale à CMV+/- importante) mais surtout à la sensibilité 
variables des techniques utilisées pour mettre en évidence l’infection placentaire [10, 
466]. 
Le CMV serait essentiellement retrouvé dans les formes sévères de villite [467]. 
L’intensité de ces phénomènes inflammatoires induits par le CMV est corrélée à la 
sévérité du tableau clinique [290, 454]. En effet, en 2009, Gabrielli et al ont étudié les 
cerveaux et placentas de fœtus infectés par CMV.Une corrélation significative a été 
mise en évidence entre le degré d’inflammation présent au niveau du cerveau et du 
placenta. Tous les fœtus au cerveau lésé présentaient une inflammation placentaire 
sévère avec nécrose voire hématopoïèse ectopique, témoignant de phénomènes 




 Atteinte de la vascularisation 
 
Les cellules endothéliales sont permissives au CMV [60]. Ces cellules ont des 
phénotypes variables selon les organes étudiés [481, 482]. Au niveau du placenta, 
les cellules endothéliales sont d’origine fœtale, ont un phénotype de cellules souches 
(CD34+, CD133+, VEGFR-2+, CD45-), sont à l’origine de microvaisseaux (CD36+, 
VEGFR1-), non lymphatiques (VEGFR-3-, LYVE-1-, Prox-1- Podoplanin-) et sont une 
des cibles de l’infection à CMV [403, 483]. 
Après être entré dans les cellules endothéliales par endocytose [484], le CMV se 
réplique en générant un effet cytopathique, les cellules s’arrondissent et présentent 
des inclusions cytoplasmiques et nucléaires.  
Le rôle des cellules endothéliales infectées par CMV est décrit dans des pathologies 
comme les maladies systémiques par exemple la sclérodermie [485, 486], 
l’athéromatose [487, 488], le rejet de greffe [489]. 
Au niveau placentaire, l’interface utéro-placentaire, essentiellement le 
cytotrophoblaste extra-villeux des villosités crampons a été largement étudié [456, 
490]. En effet, Fisher et al en 2000 ont suggéré que le CMV pouvait infecter le 
placenta par le biais des cytotrophoblastes extravilleux qui infiltrent l’endothélium des 
artères utérines [456]. 
Cette hypothèse a été consolidée en 2002 par Maidji et al [449]. Cette équipe a 
montré que des neutrophiles infectent les cellules endothéliales de micro-vaisseaux 
utérins. Ces cellules endothéliales utérines transmettent ensuite le virus aux 
cytotrophoblastes des villosités crampons [449]. 
En 2012, Tabata et al ont étudié les remaniements vasculaires induits par le CMV en 
greffant du placenta humain à des souris SCID. Elle a pu constater qu’en fonction de 
la souche virale utilisée, le réseau vasculaire pouvait être +/- important et remodelé. 
Lors d’infection à VR1814 par exemple, les artères, du fait d’un défaut d’invasion des 
cytotrophoblastes, sont rares, voire absentes et petites. Elle évoque que la 
diminution de la vascularisation, l’inflammation, les dépôts de fibrine pourraient 
réduire la perfusion placentaire et retentir sur le fœtus [442]. 
 
Au niveau des villosités flottantes, les vaisseaux fœtaux sont moins décrits. 
En 1974, Benirschke et al décrivent des villosités infiltrées avec des zones de 
nécrose, des capillaires thrombosés avec hyalinisation du stroma [10].  
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En 2010, Maidji et al ont décrit que lors d’infection congénitale à CMV, de grandes 
surfaces contiennent des villosités chorioniques enchâssées dans de la fibrine avec 
peu ou pas de vaisseaux sanguins. Certaines villosités oedèmatiées possèdent des 
capillaires repoussés en périphérie [215].  
En 2012, Gabrielli et al ont corrélé l’atteinte cérébrale de fœtus infectés à celle 
d’autres organes dont le placenta. L’équipe conclut que les placentas avec des 
cellules endothéliales positives à CMV s’associaient à une pathologie globale du 
placenta avec de nombreuses plages ischémiques voire nécrotiques [491]. 
 
 
b. Description moléculaire 
 
Nous avons vu que le CMV induit un effet cytopathique direct au niveau placentaire. 
Nous allons maintenant étudier ses répercussions moléculaires avec la sécrétion de 
chémokines, cytokines et autres facteurs solubles à l’origine d’effets directs et 
indirects sur le milieu placentaire environnant. 
 
Les cytokines sont importantes pour la mise en place et le maintien d’une grossesse 
normale. Le profil de sécrétion des cytokines est lié au stade de maturation du 
placenta et trois phases immunologiques sont décrites :  
- T1 : Environnement pro-inflammatoire favorisant l’invasion cytotrophoblastique 
et la placentation. 
- T2 : Equilibre Th1/Th2 et immuno-tolérance  
- T3 : Tendance au profil Th1 dans la dernière partie de grossesse et avant 





Figure 36 : Statut immunitaire au cours de la grossesse. A : Profil de cytokines selon l’âge 
gestationnel. B : phases immunologiques de la grossesse. Phase pro-inflammatoire au 








De nombreuses chémokines sont décrites lors d’infection placentaire à CMV parmi 
elles, MCP-1 et IL-8, sécrétées par le trophoblaste, cellules de Hofbauer et cellules 
stromales. 
 
Kovàcs et al en 2007, ont étudié entre autres, les taux d’IL-8 présents dans le 
surnageant de culture de syncytiotrophoblaste après 72 heures d’infection par 
différentes souches de CMV. Certaines souches virales induisent la sécrétion d’IL-8. 
Dans l’étude de Kovàcs et al., le taux d’IL-8 était corrélé à l’expression de IE [445]. 
Ceci corrobore les résultats d’études préliminaires qui montraient que l’IL-8 amplifiait 
la réplication du CMV dans différents types cellulaires dont les syncytiotrophoblastes 
et pouvait participer à la dissémination du virus [132, 493, 494]. 
 
En 2012, Scott et al ont montré qu’en cas d’infection à CMV, les taux de CCL-2, 
CCL-4 et CXCL-10 étaient significativement plus élevés dans le liquide amniotique 
prélevé à quinze semaines de gestation. Il est à noter que les cytokines sécrétées 
jusqu’à vingt semaines de gestation sont d’origine placentaire plutôt que fœtale. 
 
MCP-1, produit à tous les stades de la gestation, est impliqué dans l’angiogénèse de 
l’endomètre, la régulation de l’invasion et prolifération du trophoblaste. Il est un 
puissant chémo-attractant pour les monocytes, macrophages et autres leucocytes 
[495] . 
En 2012, Hamilton et al, ont montré une sécrétion de MCP-1 significativement 
augmentée in vivo et ex vivo lors d’infection à CMV. Cette induction de MCP-1 par le 
CMV peut impacter l’invasion des cytotrophoblastes dans la décidua et le 
fonctionnement des syncytiotrophoblastes. De plus, un taux élevé de MCP-1 peut 
favoriser la dissémination du virus en recrutant des monocytes/macrophages au site 
d’infection [128]. 
 
Parmi les molécules chimiotactiques connues, la leucotriène B4 (LTB4) est une des 
plus puissantes pour les neutrophiles, éosinophiles, et lymphocytes T. Elle dérive du 
métabolisme de l’acide arachidonique. La 5 lipoxygénase (5-LO) est une enzyme qui, 
une fois activée par sa co-enzyme, la 5-LO activating protein (FLAP), intervient dans 





Figure 37:Voie des leucotriènes. D’après Weschler, 2002[497] 
Cette synthèse de leucotriènes a été décrite dans les cellules myéloïdes en premier 
lieu puis dans les cellules endothéliales [498] et autres cellules (cellules musculaires 
lisses). Dans le placenta, la 5-LO a été décrite au niveau du myomètre, des 
syncytiotrophoblastes [499, 500]. Elle est inductible par le CMV qui, le plus souvent, 
utilise cette voie métabolique pour amplifier sa réplication [487]. 
LTB4 est également présente dans le placenta mais son rôle reste peu décrit [501]. 
Lorsqu’elle est produite en grande quantité, LTB4 contribue à la survenue de 
maladies inflammatoires comme les atteintes cardiovasculaires, les maladies 
inflammatoires du tube digestif, l’asthme, les maladies allergiques…. Elle est capable 
de mettre en action le système immunitaire inné et acquis directement en 
augmentant l’expression de récepteurs au leucotriène B4 (BLTR) sur les monocytes, 
neutrophiles et cellules T ce qui les attire dans le site d’intérêt. Elle est capable 
d’activer les cellules endothéliales pour augmenter l’adhérence des leucocytes.  
Par ailleurs, des propriétés anti-bactériennes et anti-virales ont été décrites y compris 
lors d’infection à mCMV dans un modèle murin [502-506]. 
 
 Cytokines 
Dans le placenta, les cytokines pro-inflammatoires dont IL-1, IL-6, et TNF-α, et les 
cytokines anti-inflammatoires comme IL-4 et IL-10, sont produites par le trophoblaste 
les cellules de Hofbauer et stromales [507-511].  
Le taux de cytokines présentes dépend du degré de maturité du placenta. En effet, 
Faye et al., en 2005, a comparé, grâce à un modèle d’histoculture placentaire, la 
sécrétion de cytokines par des placentas précoces et à terme après sept jours de 
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culture. Dans les placentas précoces, le taux d’IL-6 est très élevé ; le taux de 
RANTES, TNF-α, IL-10 et IFN-γ sont très bas. Dans les placentas à terme, les taux 
de RANTES et IL-6 sont très élevés alors que ceux de TNF-α, IL-10 et IFN-γ sont 
bas. 
 
En cours de grossesse, l’infection à CMV modifie l’expression des cytokines avec 
notamment émergence d’un profil Th1 [512].  
Scott et al en 2012 ont montré une majoration significative de l’expression des 
cytokines IL-17, -12, -1β, TNF-α et une diminution de IL-4 dans le liquide amniotique 
prélevé à quinze semaines de gestation chez des femmes infectées à CMV 
relativement au contrôle. Ceci est évocateur d’un profil Th1 [128]. 
 
TNF-α est sécrété dans le premier et troisième trimestre de grossesse ; Il permet 
l’implantation du blastocyste, contrôle la prolifération, migration et différenciation du 
trophoblaste. Il recrute, au cours de l’inflammation, les différents effecteurs de 
l’immunité et induit l’apoptose [513]. En 2012, Hamilton et al, comparent in vivo et ex 
vivo le profil cytokinique placentaire de TNF-α lors d’infection à CMV [129].  
Dans les deux modèles étudiés, l’expression de TNF-α était significativement 
augmentée relativement aux témoins. 
 
L’IL-6 est une très puissante cytokine pro-inflammatoire impliquée dans la 
différenciation des lymphocytes, prolifération cellulaire, survie cellulaire, et inhibition 
de l’apoptose. Au niveau placentaire, IL-6 joue un rôle majeur dans la prolifération, 
l’invasion, la différenciation du trophoblaste et semble être un élément majeur du 
fonctionnement du trophoblaste [514]. 
Au niveau placentaire, elle est sécrétée, dès le premier trimestre par les 
cytotrophoblastes extra-villeux et villeux [515]. Au niveau villeux, les 
cytotrophoblastes, les syncytiotrophoblastes et les cellules stromales (fibroblastes, 
cellules endothéliales fœtales et macrophages) sécrètent de l’IL-6 [516, 517]. 
L’excrétion d’IL-6 est majorée lors de processus infectieux bactérien ou viral. 
Halwalks et al., en 2006 [447] et Kovàcs et al., en 2007 [445], ont montré que lors 
d’infection à CMV, les trophoblastes excrétaient significativement plus d’IL-6 qu’à 
l’état basal et ceci dès l’entrée du virus dans les cellules et indépendamment de la 
réplication virale. Il a été évoqué que cette sur-expression d’IL-6 avait pour but 
d’éviter la diffusion du virus au fœtus.  
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Par ailleurs, à des taux tels que décrit par Faye et al., en 2005 [452] lors de l’étude 
d’explants placentaires (20ng/ml+/-11), l’IL-6 est impliquée dans l’angiogénèse [518-
521]. Lors d’infection à CMV, ces taux sont significativement plus élevés et 
pourraient conduire à des défauts dans l’invasion trophoblastique et dans la 
migration des cellules endothéliales aboutissant ainsi à un dysfonctionnement 
placentaire [512, 522]. 
Kayakabe et al ont montré in vitro que l’IL-6 (100ng/ml) modifiait l’aspect des cellules 
endothéliales, diminuait l’expression des molécules de VE-cadherine et de ce fait 
promouvait la synthèse de vaisseaux déstabilisés [521]. Tabata et al avaient en 2007 
montré que l’infection de cytotrophoblastes par une souche clinique de CMV 
diminuait l’expression de VE-cadherine, HLA-G, et integrin β1 and αvβ3 [465]. 
 
 
 Stress oxydatif 
 
D’autres facteurs solubles, comme ceux participants au stress oxydatif, sont 
susceptibles d’être modifiés par l’infection placentaire à CMV.  
Le stress oxydatif est défini comme un déséquilibre entre la production de facteurs 
pro-oxydants, comme les radicaux libres, les radicaux superoxydes, peroxydes par 
exemple et la capacité d’élimination des facteurs anti-oxydants. Les radicaux libres 
produits sont normalement transformés par la superoxyde dismutase en peroxyde 
d’hydrogène. La superoxyde dismutase-1 (SOD-1) est exprimée par les 
cytotrophoblastes avant la huitième semaine de gestation puis dans les 
syncytiotrophoblastes [523]. L’invalidation du gène de SOD-1 chez la souris est 
létale, en raison notamment de l’absence de développement placentaire ; sa 
surexpression dans les trophoblastes in vitro ou dans la trisomie 21 est associée à la 
réduction de la formation des syncytiotrophoblastes [524]. 
 
Le stress oxydatif est induit par différentes situations pathologiques de la grossesse 
comme la pré-éclampsie [525, 526], le diabète sucré [527-529]. 
A ce jour, aucune corrélation n’est décrite entre stress oxydatif et infection 
placentaire à CMV. Néanmoins, Roederer et al. ont montré que les cytokines pro-
inflammatoires entrainaient une diminution du glutathion (antioxydant) [530]. Scholz, 
en 1996, a décrit que le stress oxydatif généré dans une culture de cellules 
endothéliales infectées par le CMV augmentait la réplication virale [531]. Weis a 
montré que le CMV pouvait générer un stress oxydatif dans les cellules endothéliales 
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de microvaisseaux [532], et Grahame-Clarke, a démontré que ce stress oxydatif 
pouvait aboutir à un dysfonctionnement endothélial [533]. Wassman et al., en 2004 a 















L’infection congénitale à CMV survient dans 0.6-0.7% des naissances vivantes [226, 
273]. Elle est une des principales causes de séquelles neuro-sensorielles [259, 302, 
535]. 
La transmission materno-fœtale est hématogène, transplacentaire possiblement par 
voie de transcytose au niveau de la barrière placentaire [133] et survient dans les 
trois semaines qui suivent la séroconversion, réactivation ou réinfection maternelle 
[456, 457, 536]. 
Le placenta occupe donc une place centrale dans la physiopathologie de l’infection 
congénitale. 
Il a été montré que le CMV a un effet direct et indirect au niveau placentaire. L’effet 
direct se manifeste par un effet cytopathogène sur les différents types cellulaires des 
villosités chorioniques (cytotrophoblaste, syncytiotrophoblaste, cellules endothéliales 
fœtales, fibroblastes, cellules de Hofbauer) avec inclusions cytoplasmiques et 
nucléaires [10, 454]. Seules quelques cellules éparses sont infectées. L’infection est 
segmentaire et focale mais l’ensemble du placenta est pathologique ce qui suggère 
que la présence de cellules infectées impacte les cellules avoisinantes, et ceci par le 
biais d’éventuels facteurs solubles sécrétés [289] 
Cette pathologie placentaire est caractérisée par une inflammation locale avec villite 
et par des phénomènes ischémiques avec atteinte de la microvascularisation [442, 
454]. Le mécanisme physiopathologique et le rôle de ces différents éléments sont 
méconnus et nécessitent d’être documentés car ils pourraient intervenir dans la 
transmission virale au fœtus et être à l’origine de répercussions importantes chez le 
fœtus. 
 
Les objectifs de ce travail de thèse ont été : 
 De mettre en place un modèle complexe d’histoculture placentaire ex vivo 
avec une viabilité longue, afin de pouvoir étudier l’infection placentaire à 
CMV. 
 D’étudier l’activation et l’utilisation de voie de signalisation, comme celles 
des leucotriènes lors de l’infection placentaire à CMV. 





a. Article 1 : « Un nouveau modèle d’explants placentaires infectés par le 
cytomégalovirus révèle une permissivité différente des placentas précoces et à 
terme et l’inhibition de l’activité de l’indoléamine 2,3-dioxygénase » 
 
i. Introduction  
Les mécanismes de transmission materno-fœtale du CMV sont peu 
connus. Durant la grossesse, il a été montré que l’infection placentaire et 
l’infection fœtale sont intimement liées [464]. Le placenta est un véritable 
réservoir dans lequel le virus se réplique, comme cela a été montré in vivo chez 
le cochon d’Inde [537].  
La plupart des connaissances acquises sur le placenta humain et son 
interaction avec le CMV ont été obtenu par l’étude de deux modèles in vitro : les 
explants villeux et les cytotrophoblastes purifiés [456]. Le problème essentiel des 
cultures placentaires in vitro sont la courte viabilité des cellules et les difficultés 
de culture. En adaptant un système de culture pour d’autres tissus [452], l’équipe 
de Elisabeth Menu (Institut Pasteur) a mis au point une technique d’histoculture 
de villosités chorioniques sur support de collagène permettant une bonne viabilité 
tissulaire jusqu’à 14-21 jours. Les villosités chorioniques, découpées en 
fragments de 2 à 3 mm, sont déposées sur un support en collagène, à l’interface 
entre l’air et le milieu de culture. Cette technique est actuellement utilisée pour 
caractériser une éventuelle infection du tissu placentaire par le VIH-1 in vitro par 
l’équipe d’Elisabeth Menu. 
L’indoléamine 2.3 dioxygénase (IDO) est une enzyme impliquée dans le 
métabolisme du tryptophane qu’elle transforme en kynurénine. Il a été montré que 
l’expression de l’IDO constitue un mécanisme de défense contre les pathogènes qui 
fonctionne en privant les cellules infectées de tryptophane, un acide aminé essentiel 
dégradé par l’IDO [538, 539]. Cette expression de l’IDO est augmentée, ou induite, 
par l’IFN-γ. Il a été publié récemment que le rôle de l’IFN-γ dans le contrôle de 
l’infection par le CMV repose au moins en partie sur l’induction d’expression de l’IDO 
[540]. Il apparaît également que l’IDO agit en diminuant la réponse lymphocytaire T 
par réduction de la quantité de tryptophane ce qui contribue à un état de tolérance, 
bénéfique dans le cadre du maintien de la grossesse [541, 542]. Enfin, une série 
d’études montrent clairement l’expression de l’IDO dans le placenta 
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(cytotrophoblastes, macrophages) [540, 542-544]. Munn et al. chez la souris 
démontraient que l’inhibition spécifique de l’IDO provoquait le rejet et la perte du 
fœtus [545]. L’inhibition de l’IDO par le CMV pourrait selon sa localisation inhiber la 
réponse anti-virale médiée par l’IFN-γ, inhiber un état de tolérance T ou modifier 
l’issue de la grossesse. Bien que le rôle des infections à CMV dans les avortements 
du premier trimestre soit controversé, il paraît intéressant de détecter l’évolution de 
l’expression de l’IDO dans les tissus placentaires. 
Nous avons mené une étude physiopathologique sur des histocultures de villosités 
chorioniques de différents âges gestationnels infectées in vitro par une souche 
clinique endothéliotrope (VHL/E). Cette technique innovante d’histoculture permet 
d’augmenter la viabilité tissulaire in vitro jusqu’à 14-21 jours et est compatible avec 
une étude de la cinétique d’infection du CMV. Nous avons étudié aussi si le contact 
avec le virus sous forme libre modifiait le profil placentaire de l’IDO à différents temps 
dans le surnageant et dans le tissu placentaire.  
 
ii. Résultats et discussion 
La transmission du CMV peut avoir lieu à tout moment au cours d’une grossesse. 
Cependant, les conséquences pour le fœtus seront d’autant plus importantes que 
l’infection survient précocement. Le cycle réplicatif du CMV est lent et s’accompagne 
de modifications structurales et fonctionnelles sur l’ensemble du placenta qui peuvent 
être différentes selon le degré de maturité du placenta. Nous avons étudié l’impact 
d’une telle infection sur quatorze placentas de huit et douze semaines d’aménorrhée, 
issus d’interruption volontaire de grossesse et douze placentas à terme. Ces 
placentas ont été mis en culture sur éponge de collagène et ont été évalués sur le 
plan histologique et fonctionnel.  
Les placentas précoces et à terme ont été marqués avec différents anticorps 
spécifiques de cellules présentes au niveau du placenta dont CD31 (endothéliales), 
CD68 (macrophage) et cytokératine 7 (trophoblaste). La structure des placentas était 
conservée tout au long de la culture. Par ailleurs, afin de s’assurer de la 
fonctionnalité du tissu, des dosages de β-HCG ont été réalisés ; la production de β-
HCG dans les surnageants était significativement élevée et les marqueurs de 
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dégénérescence tissulaire (LDH, phosphatases alcalines) sont restés stables y 
compris lors d’infection virale. 
Enfin, nous avons obtenu une infection productive puisque les titres de virions étaient 
croissants. Néanmoins, les placentas précoces se sont avérés plus permissifs que 
les termes.  
Notre modèle, pour la première fois a permis d’obtenir une production prolongée de 
virus dans un système complexe.  
L’IDO est impliqué dans le maintien de la grossesse et la lutte anti-virale.  
Dans la mesure où nombre d’infections congénitales à CMV conduisent à des 
fausses couches précoces, nous avons étudié l’impact du CMV sur l’expression 
d’IDO. Il s’est avéré que l’infection diminuait l’expression d’IDO basal et induit par 
l’IFN-γ essentiellement dans les placentas précoces. Un des mécanismes de ces 
fausses-couches précoces observées lors d’une infection à CMV peut être la 
diminution de l’expression de l’IDO. 
 
Ce travail est présenté dans l’article suivant, accepté dans Placenta en avril 2011. 
 







































Ce travail nous a permis de mettre en place un modèle fiable, reproductible pour 
étudier plus avant l’environnement placentaire et notamment les phénomènes 
inflammatoires et vasculaires tels qu’ils sont développés dans les deuxième et 
troisième parties de notre travail de recherche.  
b. Article 2 : « Le CMV humain diminue l’expression de la 5–lipoxygenase (5-LO) et 
la synthèse de Leucotriène B4 (LTB4) lors d’infection congénitale et dans un 
modèle d’infection placentaire ex vivo» 
 
i. Introduction 
Le premier travail de recherche nous a permis de mettre en place un nouveau 
modèle d’histoculture placentaire permissif au CMV. Ce modèle permet une infection 
à CMV productive en infectant les fibroblastes, les cellules endothéliales, les 
macrophages et les cellules du trophoblaste. Par ailleurs, dans la mesure où il s’agit 
d’un modèle complexe, proche de l’in vivo, les conséquences de l’infection sur les 
différentes cellules chorioniques peuvent être évaluées de manière concomitante et 
les relations intercellulaires peuvent être étudiées. En effet, certains travaux 
suggèrent que le CMV, par un effet direct sur les cellules infectées ou indirect sur les 
cellules avoisinantes, est capable de modifier précocement l’environnement 
placentaire avec des lésions de nécrose toujours focales et surtout un infiltrat 
lympho-monocytaire appelé villite. Jusqu’à présent, aucune équipe n’a étudié les 
mécanismes physiopathologiques de cette villite lors d’infection placentaire à CMV. 
Comme décrit par notre équipe, l’infection à CMV est très fortement liée au 
métabolisme lipidique notamment les leucotriènes grâce à son action sur l’acide 
arachidonique [109]. Le plus souvent, il utilise cette voie métabolique pour amplifier 
la réplication virale. 
La 5 lipoxygénase (5-LO) est une enzyme qui, une fois activée par sa co-enzyme la 
5-LO activating protein (FLAP), intervient dans le métabolisme lipidique, notamment 
dans la transformation de l’acide arachidonique en leucotriènes. Cette synthèse de 
leucotriènes a été décrite dans les cellules myéloïdes en premier lieu puis dans les 
cellules endothéliales et autres cellules (cellules musculaires lisses). Dans le 
placenta, la 5-LO a été décrite au niveau du myomètre, du syncytiotrophoblaste. 
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La première étape de la synthèse des leucotriènes est la génération par la 5-LO de 
5-hydro-peroxy-eicostatraenoic acid (5-HPETE) et leucotriène A4 (LTA4). Cette LTA4 
sera transformée par la LTA4 hydrolase en LTB4. LTB4 est une molécule 
chimiotactique puissante pour les neutrophiles, éosinophiles, lymphocytes T et 
médiateurs de l’inflammation. Il est impliqué dans de nombreux phénomènes 
inflammatoires comme les atteintes cardiovasculaires, les maladies inflammatoires 
du tube digestif, l’asthme, les maladies allergiques…. Il est capable de mettre en 
action le système immunitaire inné et acquis directement en augmentant l’expression 
de récepteurs au leucotriène B4 (BLTR) sur les monocytes, neutrophiles et cellules T 
ce qui les attire dans le site d’intérêt et il est capable d’activer les cellules 
endothéliales pour augmenter l’adhérence des leucocytes. Par ailleurs, des 
propriétés anti-bactériennes et anti-virales ont été décrites.  
L’objectif de cette étude est de mieux comprendre l’implication du CMV dans la 
génèse de la villite par : 
• L’analyse anatomopathologique de placentas infectés in vivo par CMV. 
• L’étude de la voie des leucotriènes principalement 5-LO et LTB4 au niveau 
tissulaire et cellulaire. 
 
ii. Résultats et discussion 
Nous disposons de sept placentas infectés in vivo par CMV. Ces placentas ont été 
obtenus suite à des interruptions médicales de grossesse en moyenne à 24.6SA (22-
37SA) pour atteintes cérébrales fœtales (micropolygyrie, nécrose cérébrale, 
leucomalacie périventriculaire, hydrocéphalie). Le diagnostic d’infection congénitale à 
CMV avait été porté devant les signes échographiques évocateurs, une 
séroconversion ou réactivation maternelle à CMV. 
L’analyse immunohistochimique de ces placentas avec marquage IE-1 a montré des 
inclusions cytoplasmiques et un marquage de cellules décrites comme permissives 
au CMV, à savoir les cellules du syncytio et cytotrophoblastes, des cellules de 
Hofbauer et des cellules endothéliales. 
Des placentas contrôle, CMV négatifs, avaient été obtenus suite à des grossesses 
normales interrompues prématurément sur rupture de la poche des eaux et échec de 
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la tocolyse. L’étude anatomopathologique par marquage hématoxyline/éosine a mis 
en évidence un remodelage des villosités infectées avec des villosités oedématiées, 
nécrosées, siège d’un infiltrat lympho-monocytaire appelé villite. L’infiltrat siège le 
plus souvent à proximité des vaisseaux. 
La villite est une entité anatomopathologique largement décrite dans la littérature. La 
villite d’étiologie indéterminée est la plus fréquente, elle est associée à un retard de 
croissance intra-utérin et des anomalies cérébrales fœtales. La villite a également 
été décrite lors d’infection à toxoplasme, herpes, syphilis et CMV sans qu’un 
mécanisme physiopathologique ait été démontré. Dans notre papier, nous avons mis 
en évidence un mécanisme possiblement à l’origine de cette villite. 
Le CMV active le métabolisme de l’acide arachidonique grâce à la voie de PPAR-γ 
par exemple. Une autre voie activée par le CMV est la voie de la 5-LO, une enzyme 
à l’origine de la formation de leucotriènes dont la LTB4. Nous avons montré que cette 
enzyme était exprimée au niveau des macrophages, des cytotrophoblastes à l’état 
basal non infecté. Ceci corrobore les données de la littérature démontrant la 
présence de 5-LO au niveau placentaire et son rôle dans la vascularisation 
placentaire. Nous avons montré que seuls les vaisseaux des placentas infectés 
exprimaient de manière significative la 5-LO. Les vaisseaux des placentas contrôle 
n’expriment pas de 5-LO. 
Nous avons précisé nos données in vitro en utilisant une culture de HUVECs 
(cellules de veines ombilicales humaines). Elles nous ont permis de montrer que le 
marquage observé in vivo siége au niveau des cellules endothéliales et qu’il existe 
une corrélation significativement positive entre infection à CMV et expression de 5-
LO. 
Le CMV induit donc l’expression de 5-LO, enzyme responsable de la formation de 
leucotriènes dans les cellules endothéliales infectées. 
Le LTB4 est une molécule chémoattractante très puissante. Nous avons démontré 
que l’expression de 5-LO est fonctionnelle et qu’elle conduit à l’excrétion de LTB4 
dans les surnageants de culture d’explants placentaires ex vivo. Pour cela, nous 
avions mis en culture des fragments de placentas obtenus (histoculture), après 
césarienne, à l’issue de grossesse normale, selon nos résultats obtenus 
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précédemment. Ces explants étaient ou non infectés ex vivo par une souche clinique 
de CMV : le VHL/E puis mis en culture sur gel-éponge. 
Les surnageants étaient prélevés à différents temps et conservés à -80°c avant 
chromatographie. 
La chromatographie a mis en évidence une excrétion précoce et massive de LTB4 
lors d’infection à CMV. 
Le LTB4 possède des propriétés chimiotactiques et anti-infectieuses décrites lors 
d’infections virales. Il agirait à la fois comme agent anti-infectieux en augmentant la 
dégranulation des macrophages, la production d’anions superoxyde, en activant les 
cellules endothéliales. Les cellules endothéliales activées induisent l’expression de 
molécules d’adhésion, ce qui favorise l’ancrage des leucocytes et leur passage dans 
le site infecté. Ce peut être un des mécanismes de formation de la villite.  
Néanmoins, le rôle de cette villite reste discuté. En effet, elle pourrait grâce aux 
nombreux leucocytes recrutés dans le site infecté et en accord avec les propriétés 
anti-infectieuses de LTB4 s’opposer à la dissémination du CMV au fœtus.  
Mais, LTB4 a également été décrit dans la dissémination de virus comme le VIH. En 
effet, le VIH utilise le récepteur à LTB4, le BLTR comme récepteur d’entrée dans les 
leucocytes ce qui permet sa dissémination.  
La villite, grâce entre autres à la LTB4, est composée de très nombreuses cellules 
permissives au CMV. Ce virus possède de très nombreux récepteurs d’entrée. LTB4 
pourrait induire l’expression de BLTR sur les cellules permissives au CMV, ce qui lui 
permettrait d’infecter plus facilement les leucocytes qui dissémineraient à l’ensemble 
du fœtus. Pour le moment, BLTR n’a jamais été décrit comme un des récepteurs de 
CMV. 
Nos travaux ont permis de montrer sur des modèles à la fois in vivo, ex vivo et in 
vitro que le CMV en infectant les cellules endothéliales placentaires est capable 
d’induire l’expression de 5-LO et de son principal produit, la LTB4. Le rôle de cette 
LTB4 reste à confirmer. Nous avons montré que l’expression de LTB4 s’associe à 
une villite dont le rôle protecteur ou facilitateur vis-à-vis de la dissémination virale au 
fœtus reste à évaluer. 
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D’autres études sont à réaliser pour trancher entre ces hypothèses pro et anti-virales 
comme par exemple l’utilisation sur des modèles animaux de LTB4, d’inhibiteur de 
LTB4 ou 5-LO. Ces expériences restent difficiles à concevoir dans la mesure où il 
existe une spécificité d’espèce à la fois du CMV et du placenta. 
 
Ce travail est présenté dans l’article suivant en révision dans Placenta. L’article est 
ici sous la forme manuscrite. Dans un souci de lisibilité, les figures ainsi que leurs 
légendes ont été incorporées dans le texte.  
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Human cytomegalovirus (HCMV) can cause congenital infection with risk of 
neurological disability. Maternal-fetal transmission is associated with placental 
inflammation. 5-lipoxygenase (5-LO) is the key enzyme in the biosynthesis of 
Leukotrienes (LTs), which are proinflammatory mediators. This study investigated the 
effect of HCMV infection on 5-LO expression and Leukotriene-B4 (LTB4) induction in 
human placentae and umbilical vein endothelial cells (HUVEC). 
METHODS 
Seven placentae from fetuses with congenital HCMV infection and brain damage and 
six controls were stained with HCMV-immediate-early-antigen (HCMV-IEA) and 5-LO 
by immunohistochemistry. 5-hydroxyeicosatetraenoic acid (5-HETE) and LTB4 were 
measured in ex vivo HCMV-infected placental histocultures by liquid 
chromatography. In vitro, HCMV infected HUVEC cells were analyzed for 5-LO 
mRNA and protein expression by real time PCR and immunofluorescence staining. 
RESULTS 
HCMV-IEA was abundant in all HCMV infected placentae but absent in control 
placentae. 5-LO expression was higher in endothelial and smooth muscle cells of 
HCMV-infected placentae, compared to control placentae. 
HCMV infection induced an up-regulation of LTB4 in ex vivo placental explants with 
higher levels of LTB4 at 72 hours compared to controls (p=0.002). In vitro, 5-LO 
transcript and protein expression were significantly induced in HCMV-infected 




The presence of HCMV coincided with high 5-LO expression in cells of in vivo HCMV 
infected placentae. HCMV induced up-regulation of 5-LO in both ex vivo HCMV-
infected placental explants and HUVEC. HCMV induced LT-biosynthesis in 





Human cytomegalovirus (HCMV) is a common cause of congenital infection with a 
prevalence of around 1% in the developed world (1).  
Congenital HCMV infection occurs either after a primary HCMV infection in the 
mother, secondary to maternal HCMV reactivation or HCMV reinfection (2). 
Congenital HCMV infection can lead to severe neurological sequel in the offspring, 
such as sensorineuronal hearing loss and mental disability (3–5). 
 
HCMV infection in utero is believed to occur through transplacental hematogenous 
spread (5). Histological examination of placentae from HCMV infected fetuses 
demonstrate placental inflammation with necrotic zones; villitis is defined by the 
presence of lymphohistiocytic infiltrates affecting different proportions of the placental 
villous tree (6). In a recent study on histological findings in fetuses with congenital 
HCMV infection, a more severe placentitis was found among fetuses with brain 
lesions, compared to those without, possibly as a consequence of hypoxic damage 
due to impairment in the placenta (7).  
Leukotrienes (LTs) are potent lipid mediators with proinflammatory and immune 
modulating properties that play a role in the pathogenesis of inflammatory diseases 
(8). LTs are divided into two major classes: the bronchoconstrictor agents cysteinyl 
leukotrienes and the chemoattractant dihydroxy-acid-LT B4 (LTB4) (9). 5-
lipoxygenase (5-LO) is the key enzyme in the biosynthesis of LTs, catalyzing its 
conversion from arachidonic acid into 5-hydroperoxyeicosatetraenoic acid and 5-




Our group has demonstrated that HCMV can induce production of LTs in HCMV-
infected in vascular smooth muscle cells, thus contributing to inflammation in the 
HCMV infected vascular tissue (10). However, the inflammatory role of LTs in HCMV 
infected placental tissue has not yet been investigated. The aim of this study was to 
examine placental tissue sections for expression of HCMV and 5-LO and to further 
analyze the induction of LTB4 in an ex vivo model of placentae. In order to confirm 
that the induction of 5-LO was due to HCMV infection, 5-LO protein and transcript 
expression was analyzed in HCMV infected human umbilical vein endothelial cells 
(HUVEC), in vitro. 
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MATERIAL AND METHODS 
In vivo HCMV-infected placentae  
Placental collection 
Second and third trimester placentae of seven HCMV-congenitally infected fetuses 
with brain damage were obtained at the Paule de Viguier Hospital, Toulouse.  
The diagnosis of congenital HCMV infection was based on maternal HCMV-serology 
and pathological ultrasound examinations of the fetal brain (microcephaly, 
ventriculomegaly, white matter abnormalities, intracerebral hemorrhages). 
Pregnancies were terminated by request of the parents and with acceptance of the 
prenatal diagnosis center of Toulouse. The medical termination of pregnany was 
performed with feticide and thereafter, vaginal delivery. Placental tissues were 
obtained after informed parental consent and according to the procedures approved 
by the Regulations of the French Ministry of Health. Placentae were fixed in 10% 
buffered formalin and embedded in paraffin. Fetal brain damage was confirmed by 
anatomopathological examination. 
Primary HCMV infection was confirmed by HCMV-seroconversion in four 
pregnancies during the first trimester and one during the second trimester. 
Reactivation occurred during the second trimester in two pregnancies. 
Six second and third trimester placentae from pregnancies without congenital HCMV 
infection were included as controls, in accordance with French ethical guidelines. 
These control placentae were collected after preterm labours (n=3), pre-eclampsia 
(n=2) and labour with abnormal fetal heart rate (n=1).  
In all pregnancies, TORCH screening showed no seroconversion for toxoplasmosis 
during pregnancy, immunity against rubella (vaccination) and was negative for 
hepatitis B, C and HIV. No maternal bacterial infection was diagnosed during 
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pregnancy. Five sections per placenta were examined blinded. All histopathological 
examinations were done by our pathologist in the Hospital Purpan, Pathology 
Department, Toulouse, France. 
 
Histopathological examination 
Paraffin embedded placental tissues sections (4 µm) were de-waxed using Xylene 
and rehydrated in an alcohol series. After antigen retrieval in citrate buffer (Sigma-
Aldrich, United States), the sections were treated for blocking of endogenous factors 
with hydrogen peroxide (Innovex Sciences), avidin, biotin blocker kit 
(DakoCytomation, United States) and an Fc receptor blocker (Innovex Sciences). 
The sections were then incubated with the following antibodies: mouse anti-human 
HCMV immediate early antigen (IEA) (IgG2aChemicon, United States) and rabbit 
anti-human 5-LO (Abcam, UK). For detection of vessels within the placenta mouse 
anti-human von Willebrand factor (vWf, IgG1, Dako, Denmark) and antibodies 
against anti-smooth muscle cells alpha actin (IgG2a, BioGenex, France) were used. 
Poly rabbit antibodies (R&D systems, United States) and secondary only served as 
controls. 
Visualization was achieved using horseradish peroxidase detection system 
(BioGenex) with the chromogen diaminobenzidine (Innovex Biosciences, United 
States). In case of double staining, slides were stained for IEA and 5-LO and 
visualized by FastRed and DAB, respectively. Finally, all slides were counterstained 
with hematoxylin (Sigma-Aldrich, United States) and mounted in permanent mounting 




Ex vivo HCMV-infected placental explants  
Placental collection 
Three HCMV-negative placentae were obtained by elective caesarean section after 
uncomplicated pregnancies at the Paule de Viguier Hospital, Toulouse, France. The 
HCMV status of all placentae was verified by immunochemistry (11). 
Placental histocultures 
To determine the production of LTB4 and 5-HETE, we used a model of placental 
histoculture, infected ex vivo, as described by Lopez et al. (11). LTB4 and 5-HETE in 
the supernatants were measured by chromatography. 
The placentae were processed within 2 hours and chorionic villi were isolated and 
infected with HCMV. Briefly, five days before ex vivo HCMV infection of placenta, 
MRC5 cells (human fetal lung fibroblast, gift from the Laboratory of Virology, Pr 
Izopet, Toulouse, France, BioMérieux) were seeded in 6-well plates (BD Biosciences, 
CA, USA) and were infected with HCMV strain VHL/E (gift from Sinzger C., University 
of Tübingen, Germany, originally from James Waldmann (Columbus, Ohio)) at a 
multiplicity of infection (MOI) of 0.75 to 3. Placentae were incubated with supernatant 
from HCMV-infected MRC5 at 37°C in a 5% C02 incubator overnight. After 
incubation, placental villi were rinsed with PBS and placed on collagen sponge gels 
into the 6-well plates seeded with infected or uninfected MRC5 cells. There was no 
direct contact between the MRC5 cells and the placental blocks. The placental villi 
fragments were cultured at the liquid air interface and supernatant was collected at 





      Chromatography and Mass Spectrometry 
Induction of LTB4 and 5-HETE were examined in supernatant of uninfected and ex 
vivo HCMV infected placentae. 
Chemicals 
Chemicals were purchased from Cayman Chemicals (Ann Arbor, MI, USA). Methanol 
(MeOH) (HPLC gradient Grade), methyl formate (MeFor) (Reagent Grade), 
acetonitrile (ACN) (HPLC gradient Grade) and formic acid (FA) were obtained from 
Sigma-Aldrich. 
Stock solution and standards 
Internal standard mixture (IS): Deuterium-labeled compounds were mixed at final 
concentration of 400 ng/mL in MeOH and used as internal standard (IS). 
All compounds were mixed together in MeOH to a first calibration solution of 2000 
ng/mL. Then, a series of dilutions were prepared in MeOH (500 ng/mL, 250 ng/mL, 
125 ng/mL, 62.5 ng/mL, 31.25 ng/mL, 15.6 ng/mL, 7.8 ng/mL, 3.9 ng/mL). IS was 
added to each, at a final concentration of 200 ng/mL.  
Liquid chromatography/tandem mass spectrometry measurements 
LC-MS/MS analysis was performed on UHPLC system (Agilent LC1290 Infinity) 
coupled to Agilent 6460 triple quadrupole MS (Agilent Technologies) equipped with 
electro-spray ionization interface. Separation was done at 40°C on a Zorbax SB-C18 
column (2.1 mm-50 mm-1.8 µm) (Agilent Technologies). The compositions of mobile 
phase A and B were respectively water, ACN and FA (75/25/0.1) and ACN, FA 
(100/0.1). Compounds were separated with a linear gradient from 0 to 85 % B in 8.5 
118 
 
min and then to 100 % B at 9 min. Isocratic elution continued for 1 min at 100 % B 
then100 % A was reached at 10.2 min and maintained to 11 min. The flow rate was 
0.35mL/min. The autosampler was set at 5°C and the injection volume was 5 
µL.Source conditions were as follows: negative ESI mode; source temperature = 325 
°
C
, nebulizer gas (nitrogen) flow rate = 10 L/min, sheath gas (nitrogen) flow rate = 12 
L/min, sheath gas temperature = 400 °C and spray voltage = -3500 V. Data were 
acquired in MRM mode.  
For each compound the best conditions of separation: retention time in minute (RT), 
and of quantification were defined: specific Q1/Q3 transition (T) fragmentor (F) and 
collision energy (CE). 5-HETE (RT: 6.31; T: 319/115, F: 110; CE: 4), 5-HETE-d8 (RT: 
6.27; T: 327/155, F: 100; CE: 2). 
Peak detection, integration and quantitative analysis were performed using Mass 
Hunter Quantitative analysis software (Agilent Technologies). 
In vitro HCMV-infected HUVEC 
HUVEC preparation 
Since mostly HCMV infected endothelial cells express 5-LO in placentae tissue 
sections, we examined the levels of 5-LO transcript and protein expression in HCMV 
infected HUVEC in vitro. HUVEC (Cascade Biologics, Portland, USA) were 
maintained in M200 medium, including supplement, at 37°C, 5%CO2. The cells were 
infected with an endotheliotropic stain of HCMV (TB40E) at a MOI of 0, 0.5 for 3 
days. mRNA levels of 5-LO were determined by quantitative real-time PCR and 
protein levels determined by immunofluorescence staining. Viral titers were 




Uninfected and HCMV infected HUVEC were fixated at 3 days post infection (dpi) in 
ice-cold methanol/acetone (1:1) for 10 minutes, washed 3 times in 1xPBS and 
blocked with Fc receptor block reagent (Innovex Biosciences), followed by Cyto Q 
Background Buster (Innovex Biosciences) to block nonspecific binding. They were 
then incubated with mouse anti-HCMV IEA antibody (Argene, France) and rabbit anti 
5-LO antibody (AbCam, UK) or the corresponding isotype controls (Sigma, USA). 
The cells were then incubated with Alexa Fluor-488–conjugated donkey anti-rabbit 
antibody and Alexa Fluor-594–conjugated donkey anti-mouse antibody (both from 
Invitrogen, Molecular Probes). Nuclei were counterstained with 4’, 6’diamidino-2-
phenylindole (DAPI, Life Technologies, California). Immunofluorescence was 
analyzed with a Leica TCS SP5 (LeicaMicrosystems, Wetzlar, Germany) microscope 
equipped with filters for the detection of DAPI, Alexa Fluor-488 and Alexa Fluor-594. 
Images were acquired at 63x magnification plus 3x zoom using an immersion oil 
objective and the Leica Application Suite Advanced Fluorescence software, and 
mounted in Adobe Photoshop. 
Real time-PCR 
Total RNA was isolated from control or HCMV-infected HUVEC at 3 dpi, using the 
RNeasy minikit (Qiagen, Hilden, Germany). RNA concentration was measured using 
a nanodrop (model ND/1000) spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, 
Wilmington) and cDNA was synthesized from 0.250ug RNA with superscript III first-
strand synthesis system for RT-PCR together with Oligo(dT20) primers (Invitrogen 
Life Technologies, Carlsbad, CA). Gene expression was analyzed by TaqMan gene 
expression assays for 5-LO [assayID:Hs00167536_m1], and 2-Microglobuline[assay 




Descriptive values are presented as means and standard deviation or median and 
range. The Mann–Whitney U-test was used to analyse the differences between 




In vivo HCMV infected placentae  
Histopathology 
HCMV congenitally infected placentae (n=7) were collected following pregnancy 
termination at a median gestational age (GA) of 26 weeks (22-37 weeks). The 
median fetal weight was 909 g (486-3090 g) and most of them were not growth 
restricted. The median weight of the placentae was 290 g (190-360 g). Some of the 
villous stromal cells elicited typical cytomegalic transformation with viral inclusion 
(Owl´s eye) (Fig.1). 
 
Fig 1. Cellular “Owl’s eye” appearance and villitis in placental sections from 
congenitally HCMV-infected fetuses. Control HCMV negative placenta showed 
normal architecture (data not shown).>: owl’s eye. : villitis 
Immunohistochemical hematoxylline/eosine staining. Magnification x 200. 
 
All infected placentae displayed diffuse and severe villitis with inflammatory infiltrates 
composed of lymphocytes, plasma cells, histiocytes (including Hofbauer cells) and 








The median weight of the control placentae (n=7) was 426g (270-535g) and the 
median GA was 32 weeks (30-34 weeks). Fetal growth was normal and the median 
weight of the fetuses and/or newborns was 700g (330-3090g). All control placentae 
showed a normal architecture.  
Immunohistochemistry 
HCMV IEA were detected in inflammatory cells, endothelial cells, smooth muscle 
cells, Hofbauer cells (placental macrophages) and trophoblasts in the HCMV 
congenitally infected placentae (Fig.2). No HCMV-proteins were detected in the 
controls. 
5-LO was strongly expressed in HCMV infected inflammatory cells, endothelial cells, 
smooth muscle cells and trophoblasts in serial sections from placentae of the HCMV 
infected fetuses (Fig. 2). On the other hand, in control placentae, 5-LO was 
predominantly expressed in trophoblasts, and to a lesser extent in endothelial cells 




High 5-LO expression in endothelial cells in placental sections from 
congenitally HCMV-infected fetuses examined by immunohistochemical 
staining. HCMV IEA (DAB, brown), 5-LO (DAB, brown), 5-LO/IEA double staining 
(DAB/ FastRed) showing a high expression of 5-LO in endothelial cells infected with 
HCMV. vWF(DAB, brown) demonstrating an area with multiple small blood vessels 
surrounded with abundant macrophage infiltrate. Negative control without primary 
antibody showed no staining with DAB and FastRed. 200X magnification. 
5-LO is expressed in stromal cells and cytotrophoblastic cells, but not in 
endothelial cells in uninfected placental controls.  
HCMV IEA (DAB, brown), 5-LO (DAB, brown), vWF (DAB, brown), showing a weak 
staining in endothelial cells. Negative control without primary antibody showed no 




Von Willebrand Factor could be identified in endothelial cells both in the vessel walls 
of HCMV infected and in uninfected placentae (Fig. 2). 
In the HCMV infected placentae, multiple cells in the blood vessel wall co-expressed 
5-LO protein and HCMV IEA (Fig. 2). 
 
Ex vivo HCMV infected placental explants  
LTB4 was detected in the culture supernatants of both the HCMV infected and 
uninfected ex vivo placental explants after 24 hours, and levels increased in a time-
dependent manner until 3 dpi. The level of LTB4 was significantly higher in the 
supernatant of the HCMV infected placentae, than in the control, at 72 hours 
(p=0.002), (Fig 3). The supernatant levels of 5-HETE in both the HCMV infected and 
uninfected explants decreased after day 1, but stabilized after 48 hours (ns) (Fig. 3).  
 
Fig 3. HCMV induces time dependent LTB4 expression in placental 
histoculture.  
Placentae infected ex vivo with VHL/E (n=3) and uninfected control placentae (n=3). 
Supernatants were collected at 24, 48 and 72 hours post infection and levels of LTB4 




Very low level of LTB4 and 5-HETE levels were found in uninfected or HCMV 
infected MRC-5 cultures. These values were considered as background and were 
subtracted from the levels measured in the uninfected or HCMV infected histoculture 
supernatants. 
In vitro HCMV infected HUVEC 
To investigate the relationship between HCMV infection and 5-LO expression, we 
infected HUVEC with the HCMV laboratory strain TB40E at an MOI of 0 or 0.5 and 
analyzed for 5-LO mRNA and protein expression at 3dpi. 
Immunofluorescence staining 
We could detect 5-LO protein expression in HCMV-infected HUVEC, but not in 
uninfected neighboring cells or non-HCMV infected HUVEC. The majority of infected 
cells that showed positive staining for HCMV IEA were also positive for 5-LO protein 




Fig 4. 5-LO is expressed in HUVECs culture.  
Detection of viral antigen by immunofluorescence staining; IEA in the nucleus (red), 
5-LO (green) and DAPI (blue) in HUVEC 3dpi with (A) HCMV TB40E at a MOI of 0.5 
compared to (B) mock and (C) negative control (IgG1k, rIgG). 
Real time-PCR 
5-LO mRNA was significantly up-regulated in the HCMV-infected HUVEC cultures 
compared to the uninfected control cultures (p=0.036). The 5-LO mRNA levels were 




Fig 5. HCMV induces 5-LO mRNA expression in HUVEC.  
mRNA levels were determined by real-time PCR. 5-LO mRNA expression in HCMV-
infected (MOI 0.5) HUVEC at 3dpi (A) versus negative control (B) (n = 5). Values are 





In this study, we investigated the effect of HCMV infection on the proinflammatory 
mediator LTB4 and its precursors 5-LO and 5-HETE in placental tissue and HUVEC.  
We demonstrated higher levels of 5-LO antigen expression in inflammatory, 
endothelial and smooth muscle cells in congenitally infected placentae, compared to 
uninfected placentae. By chromatography, we found a significant up-regulation of 
LTB4 in cell supernatants of ex vivo HCMV-infected placental explants, which 
occurred early in the infection cycle. 5-LO protein was detected only in HCMV 
infected HUVEC and 5-LO mRNA release was significantly higher in the HCMV-
infected cultures. These findings indicate that HCMV infection can trigger LT 
biosynthesis in placental tissue and poses a possible mechanism behind the 
enhanced inflammation seen in HCMV infected placentae.  
 
To our knowledge, this is the first study to examine the expression of 5-LO and its 
metabolites in human placentae of fetuses with congenital HCMV infection. We used 
placentae from fetuses with severe congenital HCMV infection with brain damage for 
histological examination and well-established experimental models for ex vivo studies 
on HCMV infected placental explants and HUVEC. A weakness of the study is the 
selection of uninfected placental controls for the histological examination. These 
placentae derived from non-physiological pregnancies, some of which could have 
been associated with placental inflammation. However, by histopathological 
examination, the morphology of all control placentae appeared normal, without signs 




In our study, we chose to examine the expression of 5-LO in placentae of fetuses 
with severe congenital HCMV infection with brain damage, as earlier studies have 
shown a higher degree of placental inflammation in severely affected fetuses (7,13). 
Indeed, in accordance with the findings of Gabrielli et al, the in vivo HCMV-infected 
placentae all displayed severe placentitis with diffuse villitis (7,13). Contrawise, in 
fetuses with less severe HCMV infection, a milder focal villitis is more commonly 
described (13,14). 
 
By immunohistochemistry, HCMV-IEA was detected in inflammatory cells, endothelial 
cells, smooth muscle cells, Hofbauer cells and trophoblasts in the HCMV congenitally 
infected placentae. In other studies, HCMV-positive cells were mainly found in 
trophoblasts, fibroblasts and endothelial cells (7,15). 
 
Although mostly restricted to myeloid cells, 5-LO expression has also been detected 
in keratinocytes, hippocampic cells, placental cells, and vascular smooth muscle and 
endothelial cells (16–20). In our previous study, we could detect 5-LO protein in 
HCMV-infected vascular smooth muscle cells in tissue samples from both HCMV-
infected patients with inflammatory bowel disease and AIDS (10). Here, we detected 
a stronger expression of 5-LO in almost all cell types of in vivo HCMV-infected 
placentae, with co-expression of HCMV-IEA and 5-LO proteins in inflammatory cells 
in the placental vessel wall.  
 
In our study, LTB4 release was higher in the cell supernatants of HCMV-infected 
placental explants compared to controls already at 2 dpi, indicating an induction of 
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cellular release early in the infection cycle. However, HCMV infection did not affect 
the supernatant level of 5-HETE.  
 
In addition, 5-LO transcript was significantly increased in HCMV infected HUVEC. 5-
LO protein was only expressed in HCMV-infected cells within the infected culture, 
suggesting that HCMV gene expression was required and that soluble factors could 
not induce expression per se. 
 
The transmission of HCMV through the placenta is believed to be an important step 
in the pathogenesis of congenital HCMV infection (21,22). A higher placental viral 
load induces a higher degree of placental inflammation (13). Severe inflammation of 
the placenta increases viral permissibility, with increased risk of viral spread to the 
fetus. Furthermore, it can induce placental insufficiency with hypoxic fetal damage 
and growth retardation, due to impaired transplacental delivery of oxygen and 
nutritional substrates (11,13,23). In this study, we did not determine the viral load in 
the in vivo HCMV-infected placentae. However, immunohistochemistry staining for 
HCMV-IEA antigens revealed a high level of HCMV infection in all in vivo HCMV 
infected placentae.   
5-LO and its metabolites have been implicated in both acute and chronic 
inflammation (24). However, studies have shown that LTB4 can also protect against 
infection. In mice, macrophages deficient in LTB4 cannot ingest and kill pathogens 
and 5-LO knockout mice has showed increased susceptibility to bacterial lung 
infection (25). Gosselin et al showed that the administration of LTB4 to mice infected 
with MCMV reduces the severity of primary infection and prevents reactivation (26). 
In humans, LTB4 stimulates the release of antimicrobial molecules in primed 
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leukocytes in vitro (27). Moreover, in vivo administration of LTB4 can trigger 
neutrophil release of anti-HIV peptides (28). 
In our study, 5-LO was strongly expressed in the HCMV positive cells from HCMV-
infected placentae of severely affected fetuses, indicating a relationship between 
severe congenital HCMV infection and high levels of this LT precursor. Thus, in these 
severely infected infants, the 5-LO/LTB4 pathway appears to have a 
proinflammatory, rather than an anti-infectious role.   
Although the progress in the development of novel 5-LO inhibitors is still moderate, 
novel molecular concepts in the intervention with LT biosynthesis appears promising 
(29). However, further studies need to be performed to confirm the pathogenetic role 
of LT in placentitis and organ damage in congenital CMV infection before the use of 
these therapeutic agents can be considered.  
 
To conclude, 5-LO expression was prominent in the tissue of in vivo HCMV-infected 
placentae and an up-regulation of LTB4 and mRNA 5-LO was induced in ex vivo 
HCMV-infected placental explants and HUVEC, respectively. We propose that HCMV 
induced LT-biosynthesis may be an aggravating factor in the molecular mechanism 
of placental inflammation in congenital HCMV infection, which contributes to 
placental dysfunction, viral spread and fetal injury. However, further studies are 
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3. Article 3 : « Impact de l’infection par le cytomégalovirus humain sur la vascularisation 
placentaire » 
i. Introduction  
Le placenta est un organe fœtal composé essentiellement de trophoblaste et de 
cellules endothéliales qui vont évoluer en parallèle. Les cellules endothéliales 
fœtales vont, au gré de la vasculogénèse puis de l’angiogénèse donner naissance 
aux microvaisseaux fœtaux [403, 483]. Ces vaisseaux quasiment au contact des 
syncytiotrophoblastes en fin de grossesse sont à l’origine d’une fine barrière 
placentaire séparant sang maternel et fœtal. 
Le CMV a pour cibles cellulaires les cyto, syncytiotrophoblastes et les cellules 
endothéliales.  
Le CMV bien que n’infectant que quelques cellules placentaires éparses, est à 
l’origine d’une pathologie placentaire bien plus diffuse et globale qui associe des 
phénomènes inflammatoires comme décrit dans notre travail de recherche 
précédent, et des phénomènes ischémiques. Ceci laisse à supposer un rôle majeur 
des cellules endothéliales infectées dans cette pathologie. 
Les vaisseaux fœtaux sont peu étudiés dans le contexte de l’infection congénitale à 
CMV. Nous nous sommes donc appuyés sur des placentas infectés in vivo, notre 
modèle expérimental d’histoculture et des cultures de cellules endothéliales pour 
étudier ces vaisseaux placentaires. 
 
ii. Résultats et conclusions 
Notre travail a montré une diminution de la microvascularisation placentaire au cours 
de l’infection congénitale à CMV. Cette diminution est associée à une sécrétion 
massive de cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-6 et à un stress oxydatif 
significativement majoré. 
Gabrielli et al., avaient montré un lien entre la présence de lésions cérébrales 
fœtales et la sévérité de l’atteinte placentaire [491]. La villite était corrélée de 
manière significative aux lésions cérébrales. Les vaisseaux semblaient également 
pathologiques. 
Nos résultats font suite à l’analyse de placentas infectés in utero. Les fœtus 
présentaient tous des lésions cérébrales sévères. Tous les placentas présentaient 
des zones de villite importante et la surface occupée par les cellules endothéliales 
marquées par le récepteur CD34 était significativement réduite relativement aux 
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placentas contrôles. Nous avons alors recherché les mécanismes impliqués dans 
cette raréfaction vasculaire. Grâce à des tests de cicatrisation réalisés sur des 
cultures de cellules endothéliales (HUVECs), nous avons pu attribuer cette 
diminution de surface à un défaut de migration. L’hypothèse d’un défaut de 
prolifération et/ou d’une apoptose accentuée a été écarté grâce à des analyses 
histologiques des placentas comarqués par CD34 /Ki67 (prolifération) et 
CD34/Caspase3a (apoptose). 
La migration cellulaire fait intervenir plusieurs molécules solubles comme IL-1a, IL-6, 
GM-CSF, IFN-γ, RANTES, MCP-1. Nous avons donc réalisé des tests de « Wound 
Healing » en exposant les HUVECs à des surnageants d’histoculture placentaire 
ultracentrifugés infectés ou non. Il est apparu que les surnageants de placentas 
infectés avaient un impact significatif sur la migration des HUVECs. 
L’IL-6 est une cytokine pro-inflammatoire impliquée dans l’angiogénèse [519]. Cet 
effet pro-angiogénique est démontré in vitro lorsque les concentrations d’IL-6 
utilisées sont inférieures à 50ng/ml, mais il semble disparaitre voire s’inverser en 
présence de concentrations supérieures [519]. D’autre part, Kayakabe et al ont 
montré que l’IL-6 favorisait l’apparition de vaisseaux déstabilisés par défaut de 
contact intercellulaire [521]. Enfin, la sécrétion d’IL-6 est inductible par l’infection à 
CMV. Nous avons donc mesuré par CBA, les concentrations d’IL-6 produite dans les 
surnageants d’explants placentaires lors d’une infection à CMV. Une concentration 
médiane de 1484ng/ml a été retrouvée. Lorsque cette importante quantité d’IL-6 était 
inhibée lors des « wound healing », la migration des cellules endothéliales était 
restaurée. 
Il apparait donc que le CMV, en induisant une sécrétion massive d’IL-6, réduit la 
migration des cellules endothéliales fœtales. 
Par ailleurs, il est décrit que, lors de sepsis, l’équilibre oxydatif est rompu et un stress 
peut apparaitre. Ce stress oxydatif est une cause majeure de dysfonctionnement 
endothélial [533, 546, 547] et peut être induit par une infection à CMV [532], [548], 
[546], [533]. Nous avons étudié ce stress oxydatif par mesure du glutathion et 
réalisation d’un test KRL (kit radicaux libres) sur le sang de cordon et placenta 
d’enfants infectés in utero et d’enfants contrôle. Il s’est avéré significativement plus 
élevé en cas d’infection à CMV. 
Mais à ce jour, le rôle de ce stress oxydatif en tant que cause ou conséquence des 




Notre troisième travail de recherche, nous a donc permis de montrer que le CMV 
réduisait significativement la microvascularisation fœtale lors d’infection congénitale. 
Au même titre que la villite, cette atteinte vasculaire pourraitêtre un marqueur de 
mauvais pronostic chez les nouveaux nés. 
Ce travail est présenté dans le manuscrit suivant. Dans un souci de lisibilité, les 
figures ainsi que leurs légendes ont été incorporées dans le texte. 
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Human cytomegalovirus (HCMV) is the most common cause of viral intrauterine 
infection. It is implicated in vascular complications through endothelial dysfunction. 
We therefore explored the impact of HCMV infection on placental chorionic 
endothelial cells in vivo and ex vivo. 
Seven placentae with congenital HCMV infection and paired controls on gestational 
age (mean 26 weeks (22-39)) were stained for the endothelial cell marker CD34. We 
showed that CD34 staining was significantly reduced in infected placentae (mean 
19.57% (8.87-28.99) vs 39.33 % (27.44-44.23)). Immune-staining of these placentae 
for Ki67 and Caspase-3a to quantify proliferation and apoptosis of CD34+ cells 
showed no discrepancies between infected and uninfected placentae. By cons, 
migration of Human Umbilical Vein Endothelial Cells (HUVECs) monolayer, as 
measured with “wound healing assay” was reduced in infected culture. We used an 
ex vivo placental model infected with HCMV and showed an important secretion of 
IL-6 in supernatants from placental histoculture. Furthermore, HCMV infection 
increased oxidative stress in cord blood and placentae. These findings may be 







With a prevalence of 0.64% of all live births, 2-5 /1000 live births in France, 
congenital HCMV infection is responsible for 0.1% of neurosensorial sequelae and 
therefore is the most important cause of acquired neuronal defects and hearing loss 
(1, 2).Nevertheless, 90% of all infected fetuses will be asymptomatic at birth and 75-
95% of them will not develop neurosensorial signs (2).The consequences on the 
fetus are very variable (3-5). 
Vertical transmission occurs in 30–40% of fetuses following primary infection and 2–
3% following secondary infection (6). HCMV transmission to the fetus is always 
preceded by infection of the placenta (7-10).  
It has been suggested that congenital HCMV infection is associated with a wide 
spectrum of placental disease (7, 11). At the placental level, HCMV infects different 
cell types including trophoblasts (8, 12), Hofbauer cells (13), endothelial cells (14). 
The placenta is a plentiful source of fetal endothelial cells with an expression profile 
(CD34+, CD133+, VEGFR-2+, CD45-) suggestive of an endothelial progenitor 
phenotype (15, 16). These endothelial cells as characterized by the surface marker 
CD34 are detected from day15 to day 29 (16, 17) in microvascular structure and 
large vessels of the placenta (15, 18). 
These cells participate, between day 21 to the 10th-12th week of gestation, in 
vasculogenesis with the formation of primitive blood vessels from mesenchymal 
precursors such as angioblasts (17, 19). Between the 32nd day and the 24th week 
post conception, angiogenesis is responsible for expanding the placental blood 
vessel system (17). 
The main factors of placental vascular development include cells such as 
trophoblasts, chorionic stromal cells, hemangiogenic cells, growth factors (VEGF), 
cytokines such as IL-6, components of extracellular matrix. 
The vessel growth is the result of a regulatory balance between pro-angiogenic and 
anti-angiogenic factors. HCMV-induced inflammation (villitis) (7, 20), tissue 
remodeling (ischemia, oedema) (21) breaks the tightly regulated angiogenic balance 
(22, 23). 
Thus, HCMV infection has been shown to directly and indirectly influence the 
initiation of angiogenesis at multiple levels. 
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Our aim was to document the effect of a congenital HCMV infection on placental 
angiogenesis and to study the mechanisms involved in the changes induced by 




MATERIAL ET METHODS 
1. Fetuses and placentae  
Seven congenitally infected fetuses with brain damage leading to termination of 
pregnancy were included, at Paule de Viguier Hospital, Toulouse, France. The 
diagnosis of congenital HCMV infection was evoked because of pathologic fetal ultra-
sound examinations showing brain damage. Seroconversion occurred during the first 
trimester for four pregnancies, during the second trimester for one pregnancy and a 
reactivation occurred in the second trimester for two pregnancies. When fetal brain 
damages in conjunction with congenital HCMV infection were confirmed, termination 
of pregnancy was requested by the parents and accepted by the prenatal diagnosis 
center of Toulouse, according to French law. Fetuses and placentae could be 
analyzed according to ethical guidelines in France. 
Seven pregnancies without congenital HCMV infection were matched according to 
gestional age at termination of pregnancy and were included as controls in 
accordance with French ethical guidelines. Termination of pregnancy occurred after 
premature labour (n=1), congenital malformations (n=2), late miscarriage (n=2) and 
at term after a normal pregnancy (n=2). 
For oxidative stress analysis, cord blood and placentae from four fetuses were 
collected after parents informations. Congenital infection resulted from 
seroconversion during the first trimester for all of them and was suspected on 
cerebral lesions (micro-polygyria, ventriculomegaly) growth restriction and 
visceromegaly. One pregnancy was a twin one. The median gestationnal age was 34 
weeks (33-35 GA). For controls, cord blood and placentae from nine fetuses were 
collected. Tree pregnancies were twin. All the pregnancies were normal. The median 
age was 34 weeks (33-35 GA) and birth were due to premature rupture of 
membranes.  
 
2. Cells, virus, and cultures 
Five HCMV negative term placentae were obtained from women with normal 
pregnancies immediately after elective caesarean section at the Paule de Viguier 
Hospital (Toulouse, France). They were processed within two hours following 
collection to isolate chorionic villi and to infect them with HCMV, according to a 
previously described method for placental tissue explants cultures (24).  
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The fetal tissues were obtained after receiving informed consent from the parents 
and according to the procedures approved by the Regulations of the French Ministry 
of Health. MRC5 cells (human fetal lung fibroblast, gift from the Laboratory of 
Virology, Pr Izopet, Purpan Hospital, Toulouse, France, BioMérieux) were seeded in 
6-well plates (BD Biosciences, CA, USA). MRC5 cells were infected with HCMV 
strain VHL/E at a multiplicity of infection (MOI) of 3. At birth, virus supernatant was 
left in contact with placental villi overnight at 37°C in a 5% C02 incubator. The 
placental histoculture method has been described elsewhere (24). The culture 
medium was collected 24, 48, 72, 96 hours after infection. The supernatants were 
aliquoted and frozen at –80°C for later use. Supernatants were ultracentriuged ( 
Beckman coulter, optima XPN, 30 000 rpm for 30min at 4°c) to remove all the virus 
particles and to keep only the cytokines and they were diluted to 1/10. 
Human umbilical vein endothelial cells (HUVEC, Lonza, Switzerland), were 
maintained in EGM-2 medium including supplement (Lonza, Switzerland CC3162), at 
37°C, 5%CO2 in a cell-incubator. They were infected with the endotheliotropic 
ultracentrifugated HCMV strain VHL/E (a gift from Sinzger C., University of Tübingen, 
Germany) at a multiplicity of infection (MOI) of 3 during 24hours.  
 
3. Immunohistochemistry 
Placental villi blocks were fixed in 10% buffered formalin and embedded in paraffin 
immediately after collection. The immunostaining for HCMV infection was performed 
as previously described (25) using a mAbs directed against the HCMV immediate 
early antigen (IEA) (clone E13, Argene SA, Varilhes, France). Endothelial cells were 
identified using anti-CD34 Abs (QBEnd 10, Dako, Trappes, France). Caspase 3a and 
Ki67 staining was performed using clone 8G10, (1/2000, R&D systems, Minneapolis, 
USA) and clone MIB-1 (1/100, Dako, Denmark) Abs respectively. As a negative 
control, slides were incubated without primary antibodies. 
Sections were then immune-stained by the LSAB-peroxidase method (Dako, 
Denmark) followed by diaminobenzidine (DAB) and then were counter-stained with 
hematoxylin(Sigma-Aldrich, Saint-Louis, USA) and mounted in permanent mounting 




In order to quantify the placental vascularization, computer-assisted quantification of 
CD34 was performed with a light microscope and a video system (Nikon Sight DS-
U1) using 40x objective. Image analysis was performed with a dedicated program 
(NIS elements BR 2.3, Sp1, Nikon) on the whole section of the slide. The proportion 
of red (endothelial cells)/non red pixels was calculated and used as a percentage of 
tissue area (26).  
 
4. Oxidative stress  
Blood and placentae from congenitally infected infants and controls were tested for 
oxidative stress. 
KRL (“Kit Radicauxlibres”) test (“SPIRAL” laboratories, Couternon, France) is 
currently used to test the capability of erythrocytes to resist a standardized production 
of free radicals generated from the thermal decomposition of a 27mmol/L solution of 
2,2′-azobis (2-amidinopropane) hydrochloride at 37°C. The extracellular and 
intracellular antioxidant defenses contribute to maintain red blood cell membrane 
integrity and function until cell lysis. We recorded cell lysis using a 96-well microplate 
reader by measuring the optical density decay at 620nm. Two million cells, pre-
treated or not with antimycin (0.15nM, for 2 h at 37°C) or with antioxidant mix 
(100mg/L L-ascorbic acid, 325mg/L alpha-tocopherol, for 5min) were submitted to the 
KRL lysis assay. 
Half-life (T 1/2) evaluation: The measurement of the optical density was carried out 
every 5 min during 3 hours. The lag time (LT) was the time between the addition of 
the KRL reagent and the beginning of the lysis. The difference of the absorbance 
units (AU) at 620.nm of two close measurements was squared d=(AUtn+1−AUtn)2, 
and a tendency curve of order 3 was applied to these values. The half-life (T 1/2), 
which corresponds to 50% of cell lysis, was then calculated by taking into account the 
time corresponding to the maximum value measured in the Y-axis after the beginning 
of lysis (27). 
 
Glutathione Redox determination: 6.107 cells were harvested, and the pellet was 
resuspended in 350µl of 3.4% metaphosphoricacid (Sigma). Glass beads (0.4mm 
diameter) were added, and cells were vortexed (4x 30s) and then centrifuged for 
2min at 10,000xg. Supernatants were used to measure reduced glutathione (GSH) 
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and glutathione disulfide (GSSG) on the same run by reverse phase high pressure 
liquid chromatography with electrochemical detection (28)  
 
5. Wound Healing assay 
Assays to measure endothelial cell migration were performed as previously described 
(29). HUVEC monolayers (80% confluent) were scratched (“wounded”) (three per 
well) with a sterile pipette and then infected with VHL/E, cultured with medium alone 
(control). Alternatively, after scratching, HUVEC were cultured with medium 
containing supernatant from placental histoculture diluted at 1/10. Infected 
supernatant were supplemented anti-IL6 blocking Abs (clone B-E8, azide free, 
10µg/ml, Diaclone, Besançon, France) or not, or with IgG isotype control (Gen-Probe 
Diaclone, Besançon, France). Uninfected supernatant were supplemented with 
human recombinant hIL-6 (10µg/ml, Ozyme, Saint-Quentin, France) 
Conditionned HUVECs were left for 24h in culture, washed with phosphate-buffered 
saline (PBS), and were examined under a light microscope and photographed. 
Wound closure reflecting migration of cells was quantified by using ImageJ software 
(NIH). Results of a representative experiment (performed in triplicate) were 
expressed as the mean percent variation relative to the control.  
 
6. Cytokine quantification 
hIL-6 and VEGF were quantified in the supernatants of placental histoculture with a 
cytometric bead array assay (CBA; BD Biosciences BD Cytometric Bead Array, 
Becton Dickinson, Belgium) as described in the technical data sheet. Cytokines were 
measured with a flow cytometer (FACScalibur (Becton Dickinson)) and data were 
analyzed with FCAP Array Software (Becton Dickinson, Belgium). 
 
7. Statistical analysis 
The results were expressed as means±SD. Data were analyzed for significance 




1. HCMV infected fetuses with brain damage had a severe placental 
disease.  
 
The seven HCMV congenitally infected fetuses and placentae were collected after 
termination of pregnancies at a median gestational age (GA) of 26 weeks (22-39). 
The median weight of the fetuses was 909g (486-3090). Most of them did not elicited 
IUGR. All of them presented cerebral and non cerebral lesionsas described inTable 
1. 
The median weight of the placentae was 340g (190-520). The histopathologic 
examination revealed that some of the villous stromal cells elicited typical 
cytomegalic transformation with viral inclusion (owl eye nuclear inclusions) (Figure 
1a). Some placentae presented fibrosis (n= 5/7) and all over diffuse, severe villitis 
(n=7/7). This infiltrate (a mixed mononuclear infiltrate composed of lymphocytes, 
plasma cells, histiocytes (including Hofbauer cells) and fibroblasts) predominated 
near infected endothelial cells (Figure 1a). Staining for HCMV IE was noted in 
endothelial cells, Hofbauer cells and trophoblasts (Figure 1a). Focal patterns of 
infected cells were widely scattered throughout the chorionic villi. Most of these villi 
were hydropic. Many chorionic villi contained large areas that were encased in fibrin 
and had few or no blood vessels. Some villi, even if they were infected, presented 




Figure 1a: In utero HCMV infection of human placentae in comparison to HCMV negative placental 
controls. IE-stained sections of in utero-infected placentae [A] and HCMV negative placentae [B]. IE 
antigen appears in brown, nuclei were counterstained with hematoxylin. HCMV in IE-stained sections 
shows scattered foci of infection in syncytiotrophoblasts, stromal cells, endothelial cells and remodeled 
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structure of chorionic villi. CI, cytomegalic inclusion, V, villitis, T, trophoblast, EC, endothelial cells, 
arrowheads show fibrosis ( ). Original magnification: x100. 
 
Second and third trimester HCMV-negative pregnancies were used as negative 
controls (n=7). The median GA was 24.57 weeks (21.86-39) and median weight of 
the fetuses was 700g (330-3090). The median weight of the placentae was 205g 
(125-520). (table 1). The anatomopathological examination of the placentae were 
normal and immunostaining for HCMV IE was negative. 
Taken together, HCMV infected fetuses with severe brain damage had a placental 

























necrosis, owl eye 







inclusion in liver and 
lungs, hydrops 










necrosis, fibrosis, owl eye 
inclusion in endothelial 
cells 
190 
26 Yes Ventriculomegaly, 


















in white matter  
petechies, 
cytopathic effect in 
kidney, liver, brain,  











necrosis, owl eye 

















21.86 No Miscarriage 330 Chorioamniotitis  125 
22.28 No Miscarriage 420 Normal 205 
23.57 Yes Cervical hygroma 700 Normal 165 
24.57 Yes IUGR microcephaly 347 Normal 145 
28.71 No None 562 (died 
at birth) Chorioamniotitis 180 
37.71 No None 2900 (alive) Normal 520 
39 No None 3090 (alive) Normal 480 
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2. Placentae with HCMV infection had fewer vessels in comparison to 
uninfected placentae 
Vessels have a key role in HCMV infection (30). In order to evaluate the impact of 
HCMV infection on placental microvascularization, we stained in utero HCMV 
infected and uninfected placentae for endothelial cell marker CD34 and performed a 
quantitative analyze.  
In HCMV-placentae, the distribution of vessels was quite heterogeneous from one 
villi to another and within the same villi. Some villi contained few vessels or vessels 
were found only in periphery by dystrophic areas with low cellularity and edema. 
Uninfected placentas had a homogeneous distribution of vessels (figure 1b). 
Regarding the lumen’s size of the vessels, no difference was seen between infected 
and uninfected placentae (figure 1b). 
 
Figure 1b: Villous blood vessels in HCMV infected placentae in utero and in HCMV negative 
placentae. Cross-sections of paraffin-embedded placentalbiopsy specimens were immunostained for 
blood vessels with anti-CD34 (brown) and nuclei were counterstained with hematoxylin.Mask of 
vessels were obtained using quantitative image analysis, by light microscopy (panel A2 and B2).The 
brown staining corresponding to CD34 appears in red in the numerized image.HCMV infected 
placenta (A1) and its mask (A2): the calculated percentage of vessels was 19.57%.CMV un-infected 
placenta (B1) and its mask (B2): the calculated percentage of vessels was 39.33%. Original 
magnification x100 
 
To quantify the area occupied by CD34+ cells, we used the software NIS elements® 
(BR 2.3, Sp1, Nikon) where the brown staining of CD34 appeared in red on 
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numerized image. The mean area occupied by endothelial cells of the whole 
placental area in HCMV infected placentae was significantly lower than in the control 
placentae (19.57% (8.87-28.99) vs 39.33% (27.44-44.23), p=0.0023, Mann-Withney) 
(Figure 1c). 
 
Figure 1c: HCMV significantly decreased CD34 expression in placentae infected in 
utero. Values. of all HCMV infected placenta (red) and HCMV negative placentae 
(blue). Mean is represented with the green bar. (*: p=0.0023, Mann Whitney test). 
 
This decrease of the microvascularisation in HCMV infected placenta could be due to 
either an increase in apoptosis or a decrease in proliferation and/or to abnormal 
migration of the endothelial cells. We therefore investigated further on in utero HCMV 
infected placenta, on HUVECs exposed to HCMV and on ex vivo HCMV infected 
placental histocultures.  
 
3. Neither apoptosis nor proliferation of endothelial cells were significantly 
different in HCMV infected versus non-HCMV infected placentae  
To decipher mechanisms sustaining the reduction of the microvascularization in 
HCMV infected placentae in utero, we asked whether HCMV infection could induce 
apoptosis of placental endothelial cells. Congenitally infected placentae and controls 
were stained for CD34 and active Caspase-3, a protein of the caspase family that 
plays a central role in the apoptotic signaling pathway.  
Apoptotic endothelial cells appeared with brown (CD34) and blue double-staining 
(caspase-3a) in their nucleus (figure 2a). Different cell types but mainly stromal cells 
were stained for Caspase 3a. 
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Very few cells were stained for Caspase 3a and CD34 both in the infected and non-
infected placentae (figure 2a). 
Suggesting that in placentae that were infected in utero, HCMV did not increase the 
number of apoptotic endothelial cells (figure 2a). 
 
Figure 2a: Same level of apoptosis between HCMV infected placentae in utero (A) and HCMV 
negative placentae (B). Cross-sections of paraffin-embedded placental biopsy specimens were 
immunostained for blood vessels with anti-CD34 (brown) and anti-Caspase 3a (blue) antibodies 
Original magnification, x200. Arrows show co-staining with anti-CD34 and anti-Caspase-3a 
 
We further explored the potential effect of HCMV on endothelial cells proliferation by 
double staining of in utero HCMV infected placentae and controls with CD34 and 
Ki67, a nuclear marker for proliferation. 
A representative sample of the stained slides is shown in figure 2b wherea thin, 
disparate staining with Ki67 was observed in trophoblastic, endothelial and stromal 
cells was observed. Some cells elicited a double staining CD34/Ki67 but at the same 
extent in infected and non-infected histological sections (figure 2b). 
 
Figure 2b: Same level of proliferation between HCMV infected placentae in utero (A) and HCMV 
negative infected placentae (B). Cross-sections of paraffin-embedded placental biopsy specimens 
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were immunostained for blood vessels with anti-CD34 (brown) and anti-Ki67 (blue) antibodies.Original 
magnification,X200. Arrows represent co-staining with Ki67 and CD34. 
 
4. HCMV infection alters migration of placental endothelial cells 
To determine whether HCMV could impair placental microvascularization by 
disturbing endothelial cell migration, a “wound healing” assay was performed on 
HUVECs that were cultured in the presence of various preconditioning factors (figure 
2c). Results were expressed as pourcentage and standardized to control.  
 
Figure 2c : HCMV acts directly and indirectly to impair migration of HUVECs evaluated by “wound 
healing assay”. Wound healing of confluent monolayer of HCMV or mock infected HUVECs and 
alternatively treated with HCMV or mock infected supernatant from placental histoculture. Anti-IL-6 
(10000ng/ml) to infected supernatant and IL-6 (10000ng/ml) was added to unfected ones. Confluent 
HUVECs monolayers were scraped (H0) and migration was quantified as indicated in Materials and 
Methods after 17 hours (H17) Magnification, x40anti-IL-6 (10000ng/ml) to infected supernatantand IL-6 
(10000ng/ml) was added to unfected ones. Confluent HUVECs monolayers were scraped (H0) and 





VHL/E infection disrupted the ability of HUVECs to entirely repopulate the wound. 
Indeed, HUVECs reached only 16% of sealing at 16 hours after the scratch 
compared to mock infected HUVECs (figure 2d). 
Next, we investigated whether addition of supernatant recoverded from ex vivo 
HCMV-infected placental histocultures may affect wound healing after 16 hours of 
incubation. 
HUVECs cultured in EGM-2 medium were controls. HUVECs infected by HCMV 
migrated less than control, while HUVECs exposed to HCMV-negative conditioned 
medium migrated as far as the control (+2.3%). The HUVECs exposed to virus-free 
supernatant migrated less than the mock-infected HUVECs (-64.22%) and less than 
the HUVECs exposed to HCMV alone (-15.99%) (figure 2d). 
 
Figure 2d : HCMV-induced IL-6 excretion impaired the migration of HUVECs.Quantification of cell 
migration into the wound at 17 h for HUVECs treated with HCMV, infected supernatant with or without 
anti-IL-6 and mock-infected with or without IL-6. Results are expressed as mean±SD. 
 
Altogether, these results demonstrated that HCMV impaired the endothelial cells’ 
migration directly and by a bystander effect. 
 
5. HCMV impaired endothelial cells migration by a direct and a bystander 
effect 
To further assess the mechanism whereby HCMV-impaired migration of endothelial 
cells, IL-6, VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) and oxidative stress were 
quantified in conditioned medium. 
IL-6 is a highly inducible cytokine secreted by several different cell types including 
trophoblasts (31), macrophages, lymphocytes, fibroblasts, endothelial cells (32). IL-6 
secretion is upregulated in response to inflammation, oxidative stress, vascular injury 
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(32) and in response to viral infection (33-35). And it has a local action in the vessel 
wall (32). 
We first quantified IL-6 by CBAin HCMV and mock-infected supernatants of placental 
histocultures. 
As shown in Figure3a, VHL/E induced a huge secretion of IL-6 as soon as 4 hours 
after infection (1485ng/ml) compared to their uninfected counterpart (265ng/ml). 
 
Figure 3a: Excretion of IL-6 is induced by HCMV in the early stages of placental infection. Cytokine 
levels is quantified by Cytokine Bead Array in the medium of 3 term placental histocultures at various 
time points (4, 8, 20, 24, 48 hours) (histograms represent accumulation of cytokines during 2 days in 
culture). 
 
These results demonstrated that HCMV infection of a complex system such as 
placental explants induced secretion of high levels of IL-6. 
 
Next, we treated HUVECs with HCMV-negative supernatant enriched with 
recombinant IL-6 (10000ng/ml). Figure 2d showed that addition of IL-6 reduced the 
capability of HUVECs to migrate (2.3 vs -20.86%). This default of migration is 
partially abrogated under neutralization of IL-6 (-64.22%vs 32.68%). 
Taken together, these results demonstrated that large amounts of IL-6 had a 
significant impact on EC migration (Figure 2d). 
 
VEGF is a glycosylated mitogen produced by cytotrophoblasts, endothelial cells, 
smooth muscle cells (36). VEGF expression is inducible by HCMV (37) and acts 
specifically on endothelial cells. 
Quantification of VEGF produced by an infected or mock infected placental 
histoculture was performed on supernatants after 24, 48 and 72 hours of culture. 
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Figure3b showed an early and high secretion of VEGF in HCMV and mock infected 
placenta supernatants. HCMV infection did not lead to a higher expression of VEGF-
A than in mock-infected placental supernatants. These results suggested that VEGF 
was not involved in the default of migration caused by HCMV (figure 3b). 
 
Figure 3b: Excretion of VEGF is induced by HCMV in the early stages of placental infection. Cytokine 
levels are quantified by Cytokine Bead Array in the medium of 5 term placental histoculture at various 
time points (Hour 24, 48, 72) (histograms represent accumulation of cytokines during 3 days in 
culture). 
 
To further assess the paracrine effect of an infection by HCMV, we measured the 
oxidative stress on cord blood and placentae obtained at birth from HCMV 
congenitally infected infants and controls. We performed a KRL test (for “Kit 
Radicaux libres”) on cord blood and measured glutathione state on cord blood and 
on placentae. 
Cellular antioxidant defenses consist of a complex interacting network and numerous 
molecules involved in the oxido-reduction metabolism are now used as markers of 
oxidative stress. Only the study of the whole cellular antioxidant defenses can yield a 
clear understanding of the cell redox status. To overcome this problem, a “KRL” test 
has been formerly used to evaluate the resistance of fetal erythrocytes treated with a 
standardized radical amount. 
The lag time was the time between the addition of the KRL reagent and the 
beginning of the lysis. Our experiments demonstrated that erythrocytes exposed to 
HCMV in utero started to be lysed faster than those who hadn't been exposed to 
HCMV (p=0.01) (figure 3c). 
The half-life which corresponds to 50% of cell lysis was then calculated for 
erythrocytes of infected and non-infected fetuses. This time-point was reached 
significantly earlier for the former than the latter (p=0.001) (figure 3c). 
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Taken together, these results demonstrated that HCMV induced an oxidative stress 
and made the cells less resistant to ROS attack. 
 
Figure 3c : In utero HCMV infection induced a significant oxidative stress compared to HCMV 
negative placentae. We performed a KRL test (for “Kit Radicauxlibres”) on cord blood (panel A) and 
measured glutathione state on cord blood (panel B) and on placentae (panel C).The lag time of HCMV 
+ cord blood is significantly lower than uninfected blood and the half-life point is earlier in HCMV 
positive blood than in controls (panel A). The oxidative state evaluated by glutathione is significantly 
higher in cord blood and placentae of infected fetuses with lower reduced glutathione (GSH) (Panel B 
and C). 
 
Since glutathione is a powerful intracellular antioxidant and plays a central role in 
protecting cells against damage incurred by free radicals and oxidants, we 
determined whether HCMV infected cells exhibited a different glutathione redox state. 
In the following experiment, we showed that during congenital infection, reduced 
gluthatione (GSH) was significantly lower in cord blood cells (p<0.005) and in 
placentae (p=0.01) than in controls; in the same way, oxidized GSSH was decreased 
but in a non-significant manner.(figure3c). 
In vivo HCMV infection induced an oxidative stress that overwhelmed the capability 
of the cells get rid of superoxides and ROS and to break the redox homeostasis. 
In summary, our data identified IL-6 and oxidative stress as major soluble effectors 





In accordance to the literature (7, 11, 21, 38, 39), our findings showed that congenital 
CMV infection with severe brain damage in the fetuses was associated with a wide 
spectrum of placental disease, such as cytotrophoblastic distortion and stromal 
lesions such as villitis, fibrosis oedema, necrosis. 
The study of the microvasculature is of particular interest because endothelial cells 
are (i) targets of HCMV (21, 40-42) (ii) they may be involved in materno-fetal 
transmission (43, 44), in fetal morbidity (43, 45, 46) and/or (iii) in the placental 
pathology (promoting fibrosis, villitis, edema, oxidative stress by hypoxia reperfusion 
phenomena…) (46-49).  
 
HCMV has been associated with long-term diseases including the vascular diseases 
as systemic sclerosis (50, 51); arthritis (52), atherosclerosis (53-56), restenosis 
following angioplasty (57), and transplant vascular sclerosis (22, 58) associated with 
chronic allograft rejection of solid organ grafts (59). Recently, HCMV has been 
detected in human glioblastoma (GBM), and it has been suggested to exacerbate the 
progression of this disease (60, 61). A common feature of both vascular disease and 
GBM formation is angiogenesis and HCMV may enhance these diseases by 
accentuating pathologic angiogenesis (23). We recently demonstrated that HCMV 
induced activation of the nuclear receptor PPAR-γ to ensure its replication, a pathway 
which concomitantly impaired migration and invasiveness capacities of 
cytotrophoblasts (29).  
 
Modifications of the microvasculature could be involved in the placental pathology but 
the impact of HCMV on the placental microvascularisation is poorly described. Most 
of the time, studies were conducted on animals models (46, 58, 62-65) or in vitro (18, 
66). 
To date, very few studies have been performed on in utero HCMV infected placentae 
and conclusions of various studies were sometimes conflicting regarding the effect of 
HCMV on the microvasculature (46, 66, 67). We therefore analyzed placentae of 
women with primary maternal HCMV infection or who reactivated previous infection 
during pregnancy. We used a placental histoculture model that we developped 
recently (24) to demonstrate that HCMV significantly decreased the number of CD34-
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positive endothelial cells in placenta following HCMV congenital infection. In addition, 
we could assess that this decrease was due not only to a viral effect but secondary 
toboth autocrine and paracrine effects on endothelial cell migration. 
Endothelial cells have a main position during HCMV infection because they are 
permissive to the virus. In our study, we observed a decrease in the number of cells 
expressing CD34, during in utero HCMV infection. CD34 is a cell surface glycoprotein 
expressed by endothelial cells in organs such as kidney, heart, skin and cord blood 
of fetuses and in some organs of adults (68) but especially at the placental level 
which is a plentiful source of fetal, microvascular, blood EC (15). These placental 
endothelial cells have a particular embryonic profile (CD34+, CD133+, VEGFR-2+, 
CD45-) (15, 18, 68). 
 
After the destabilization of smooth muscle cells forming the vessels, cytoskeletal 
remodeling, cell migration is one of the steps of angiogenesis (23). Using wound 
healing assays on HUVECs monolayer culture, wedemonstrated that both HCMV and 
conditioned medium obtained from HCMV-free infected histocultures impaired the 
migration process. This corroborates the data of Tabata et al.,(46) who suggested 
that HCMV affects endothelial cells by a paracrine phenomenon. 
 
Several studies have demonstrated a role of IL-6 in angiogenesis (52, 69). These 
studies, based on in vitro experiments (22, 69-72), either described secretions of IL-6 
at height of 20ng/ ml (69), 50ng/ml (70) or did not mentioned the amounts of secreted 
cytokine (22, 37).Our model allowed us to maintain placental explants in long term 
culture, and then to benefit from a complex system composed of endothelial cells, 
Hofbauer cells, cyto and syncytiotrophoblast cells. Recovery of conditioned medium 
from histocultures either infected or not with HCMV gave us the opportunity to assess 
a putative role for IL-6, which is one of the most relevant cytokines involved in the 
angiogenesis process (34, 69, 73). Indeed, we observed the largest amount of 
secreted of IL-6 ever observed (1484ng/ ml). These high amounts have not been 
described until now and were not associated to altered migration. We demonstrated 
that HUVEC migration was partially restored by the addition of anti-IL-6 and 
significantly decreased by the addition of recombinant IL-6. It is well established that 
IL-6 is a pro-inflammatory cytokine that able to increase proliferation and migration, 
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and to decrease apoptosis (33, 74, 75). Botto et al (33, 62, 69) have recently 
reported proangiogenic effect of a secretome from HCMV-infected ECs which 
contains IL-6 (20 ng/ml), at a lower rate than that observed in our experimental 
model. 
 
To assess the effect of IL-6 on angiogenesis in a model using endothelial progenitor 
cells, some authors (70) observed that it stimulated proliferation, migration, and 
matrigel tube formation in a dose-dependent manner but that these effects reversed 
at high concentrations of IL-6 (50-100ng/ml). 
Furthermore, Kayakabe et al proposed that high concentrations of IL-6 promoted a 
destabilization process of angiogenesis through a decrease cell-to-cell contacts (52). 
 
Oxidative stress is described as a major cause of endothelial dysfunction (55, 76, 
77). It could be induced in different situations including preeclampsia, diabetes 
mellitus, HCMV infection. This stress can be assessed by determining oxidizing 
factors released into the environment or more generally antioxidant elements that 
neutralize the redox phenomena (27, 28). Glutathione is the major radical scavenger 
within the cells (78). Over an individual’s lifetime, long-lived cells such as endothelial 
precursor cells incur repeated exposures to oxidative stress. Initially, endothelial 
precursor cells may compensate by increasing antioxidant responses to counteract 
the untoward effects of oxidant injury. Over time, oxidant overproduction produces an 
imbalance that overwhelms cellular antioxidant capacity, oxidant damage likely 
accumulates in endothelial precursor cells, diminishing cellular function, and 
enhancing vascular disease risk (77). In addition, ROS can act as second 
messengers in an autocrine or paracrine fashion to modulate endothelium-dependent 
vasorelaxation, smooth muscle cell and endothelial cell growth and survival, and 
vascular remodeling. Each of these responses, when uncontrolled, contributes to 
vascular disease (32). 
Some studies have demonstrated that under certain conditions, oxidative stress can 
be produced in placenta thus leading to further fetal compromise (79). We have 
shown from in vivo infected placentae and cord blood retrieved at birth that HCMV 
induces a significant oxidative stress. Based on published data, we can assume that 
oxidative stress may participate in the same way as IL-6 in vascular disease. 
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Moreover, Wassmann et al showed that IL-6 induces oxidative stress and endothelial 
dysfunction (80). 
Roederer et al. suggested that the decline in GSH might be caused by the activity of 
inflammatory cytokines such as IL-6 (81). The same cytokines, however, had been 
shown to be associated with increased HCMV replication. Thus, pathophysiological 
mechanisms associated with enhanced production of cytokines might result in the 
depletion of intracellular GSH and in oxidative stress. In addition, stimulated 
lymphocytes, endothelial cells, and fibroblasts are able to produce reactive oxygen 
intermediates which may impair the cellular redox status (82).  
 
As observed by others, our data showed a real placental pathology with villitis, 
tortuous and edematous villi with areas where vessels are scarce (figure1a). The 
pathophysiology of this placental disease is poorly understood. Taking into account 
our results, placental pathology is clearly associated to endothelial damage. While 
precise mechanisms have yet to be fully elucidated, we suggest that HCMV infection 
modifies the extracellular host environment through the production and release of 
biologically active cellular factors including oxidative stress products and pro-
inflammatory cytokines. 
Thepresent work highlights a potential pathophysiological mechanism that underlies 
the placental disease, providing some possible explanations for fetal abnormalities 
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3. Conclusions et perspectives 
Le CMV est un virus de la famille des herpesviridae. Il est responsable d’atteintes 
fœtales lors d’infection congénitale qui peuvent parfois être sévères et se révéler 
pendant la vie fœtale, néonatale et/ou l’enfance. 
La transmission du CMV se fait via l’infection placentaire. Cet organe est complexe 
car il est à l’interface entre la mère et le fœtus exposé à deux environnements 
différents. L’infection placentaire fœtale est mal connue.  
Notre premier travail de recherche, publié dans la revue Placenta a consisté en la 
mise en place d’un modèle d’histoculture placentaire nous permettant d’étudier les 
différents composants cellulaires et non cellulaires du placenta. 
La transmission du virus est différente selon la maturité du placenta [227, 269-272] et 
les conséquences pour le fœtus varient selon le moment de la transmission [269, 
274-276]. Nous avons observé dans notre modèle que les placentas précoces 
étaient plus permissifs au CMV, que les placentas à terme. Une des hypothèses 
soulevées par ces observations est que localement la réplication virale est 
importante mais que le placenta agit comme une véritable barrière au passage de ce 
virus vers le fœtus. Par contre, bien que le placenta à terme soit moins permissif que 
le placenta précoce, le virus est capable d’infecter facilement le fœtus avec des 
conséquences moindres. Notre modèle a permis de mieux déterminer le rôle du 
placenta lors de l’infection congénitale. Il serait nécessaire de comprendre comment 
le CMV s’affranchit de cet effet barrière au fur et à mesure de la progression de la 
grossesse. 
Notre modèle d’histoculture a une durée de vie prolongée (trois semaines), ce qui 
correspond in vivo au temps nécessaire pour que le virus atteigne le fœtus [287]. Il 
peut donc nous permettre de comprendre les événements qui ont lieu avant la 
transmission au fœtus et ainsi nous permettre de découvrir des pistes thérapeutiques 
potentielles 
La suite du travail de recherche s’est largement appuyé sur ce modèle d’histoculture 
pour corroborer les données observées in vivo et explorer les mécanismes qui sous-
tendent deux des principales caractéristiques de l’infection placentaire à CMV : La 
villite et l’atteinte ischémique. Elles ont été étudiées respectivement dans les 
deuxième (en révision dans la revue Placenta) et troisième articles de cette thèse.  
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Dans le deuxième article, nous avons exploré la villite. Notre équipe avait démontré 
que le CMV activait le récepteur PPAR-γ et par ce biais, il activait la voie des 
leucotriènes [109]. Nous avons mis en évidence une association entre la présence 
d’une villite dans les placentas infectés in utero relativement aux placentas contrôles 
et une activation de la voie des leucotriènes à la fois sur des modèles d’infection in 
utero, in vitro et ex vivo. Le lien de causalité entre CMV/5LO/LTB4 et la villite reste à 
démontrer. Par ailleurs, le rôle de cette villite est inconnu et doit être exploré car il est 
peut être un mécanisme de protection vis-à-vis de la dissémination virale. 
Dans le troisième article, nous nous sommes intéressés à la microvascularisation 
placentaire. En effet, d’une part les cellules endothéliales sont permissives au CMV 
et d’autre part, il est décrit des phénomènes ischémiques lors d’analyses 
anatomopathologiques des placentas infectés in utero. Ce travail a montré que la 
microvascularisation fœtale était réduite au niveau placentaire par un défaut de 
migration des cellules endothéliales. Une des thématiques de recherche de notre 
équipe est le rôle de PPAR-γ dans l’infection placentaire à CMV. Il a été montré 
précédemment que le CMV activait PPAR-γ et perturbait la migration ainsi que 
l’invasion des cellules cytotrophoblastiques extra-villeuses provenant de placentas 
précoces (HIPEC). L’atteinte de la vascularisation que nous avons observée pourrait 
aussi s’expliquer par l’activation de PPAR-γ. Cette hypothèse est à vérifier. 
En analysant le surnageant d’histoculture, nous avons pu attribuer le défaut de 
migration des cellules endothéliales à une sécrétion majeure d’IL-6.  
Il est connu que l’infection à CMV induit l’expression d’IL-6 et ceci peut retentir sur 
l’angiogénèse. Par ailleurs, le syndrome de réponse inflammatoire fœtale « fetal 
inflammatory response syndrome » (FIRS), est caractérisé par une sécrétion 
importante d’IL-6 dans le milieu fœtal. Le FIRS a des répercussions importantes chez 
le fœtus avec notamment une atteinte cérébrale [549]. Il serait nécessaire d’étendre 
nos constatations à la circulation fœtale puisque nous pourrions confirmer que le 
CMV agit par un effet bystander sur des organes comme le cerveau. 
Nous avons également pu observer que l’infection à CMV s’accompagnait d’une 
perte de l’équilibre oxydant/anti-oxydant. Ceci a été constaté sur le sang de cordon 
et les placentas infectés in utero. Le mécanisme physiopathologique de ce stress 
oxydatif n’est pas connu. Pourtant, il peut être cause et conséquence de l’atteinte 
vasculaire. Une étude ex vivo, basée sur l’histoculture placentaire nous permettrait 
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de savoir quelles sont les cellules impliquées dans ce stress oxydatif et d’expliquer 
son rôle dans l’infection placentaire à CMV. 
En conclusion, ces travaux ont permis d’élaborer une nouveau modèle d’infection 
placentaire à CMV. Ce modèle d’histoculture a permis d’approfondir les 
connaissances sur la pathologie placentaire générée par l’infection à CMV et a 
ouvert de nouvelles voies pour identifier des mécanismes responsables de la villite et 
de l’atteinte vasculaire placentaire secondaires à l’infection. Ceci pourrait nous aider 
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L’infection congénitale à Cytomégalovirus Humain (HCMV) est la première cause d’atteintes 
neurosensorielles acquises. La transmission materno-fœtale du virus est transplacentaire, 
hématogène. Le placenta est toujours infecté avant le fœtus et est le siège d’une véritable pathologie 
qui associe des phénomènes de villite, de fibrose et de nécrose.  
Notre travail a eu pour objectif de caractériser l’environnement placentaire au cours de l’infection à 
HCMV. 
Dans un premier temps, nous avons mis en place un modèle d’histoculture de tissus placentaires. 
Notre modèle, nous a permis d’infecter ex vivo des explants placentaires par une souche clinique de 
HCMV, le VHL/E et d’étudier ce système complexe sur une durée de 21 jours sans altération 
anatomique ou fonctionnelle du placenta.  
Nous avons ensuite utilisé notre modèle afin d’étudier la pathologie placentaire induite par l’infection à 
HCMV et en premier lieu la villite. Notre étude a montré que la voie des leucotriènes est possiblement 
impliquée dans les mécanismes à l’origine de la villite.  
Dans un troisième temps, compte tenu de la place des cellules endothèliales à la fois dans le cycle 
réplicatif du HCMV et dans la constitution de la villite, nous avons étudié l’impact de l’infection à 
HCMV sur la microvascularisation placentaire. Lors de l’infection à HCMV, nous avons observé une 
diminution significative de l’expression de CD34, un marqueur de surface présent sur les cellules 
endothéliales. Cette diminution de la microvascularisation a pu être rattachée à un défaut de migration 
des cellules endothéliales. Cette anomalie de migration est en rapport avec un stress oxydatif 
significativement augmenté et une sécrétion très importante d’interleukine-6 (IL-6).  
Au total, nous avons montré que le HCMV est responsable d’une pathologie placentaire avec un 
remodelage tissulaire, principalement une villite, associée à une activation de la voie des leucotriènes 
(5-LO/LTB4). Nous avons aussi montré la diminution de la microvascularisation placentaire lors de 
l’infection, associée à un stress oxydatif et une sécrétion importante d’IL-6.  
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